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Connaître le sexe d’un oiseau est important pour divers domaines notamment pour 
les vétérinaires, les écologistes ainsi que pour les éleveurs d’oiseaux qui veulent 
former des couples qui serviront à la reproduction. Plusieurs espèces d’oiseaux, 
juvéniles et adultes, n’ont pas de dimorphisme sexuel. L’utilisation de l’ADN est 
une façon rapide de déterminer le sexe à partir d’un échantillon de sang, de 
muscle, de plumes ou de fèces. Par contre, la méthode devrait être validée pour 
chaque espèce et idéalement, standardisée. Le premier objectif de cette étude est 
de développer une méthode de sexage par séquençage des oiseaux à partir des 
séquences du gène CHD, en utilisant les oiseaux de proie et les perroquets vus en 
clinique au Québec. Un deuxième objectif est de faire l’identification de l’espèce à 
sexer, à partir du gène mitochondrial COX-1 et aussi à partir des séquences CHD-
Z et CHD-W, utilisés pour le sexage. Un troisième objectif est d’évaluer les 
séquences sorties (CHD-Z, CHD-W et COX-1) en vue d’une étude phylogénique. 
Une extraction d’ADN a été effectuée chez 27 espèces de perroquets, 34 espèces 
d’oiseaux de proie, une corneille (Corvus brachyrhynchos) et un poulet (Gallus 
gallus). Une amplification par PCR a été exécutée pour les exons partiels 23 et 24 
du gène CHD. Le séquençage de cet amplicon permettait de savoir s’il s’agissait 
d’un mâle (séquence simple CHD-Z) ou d’une femelle (séquences CHD-Z et 
CHD-W qui se chevauchent). Afin d’avoir des séquences CHD-W distinctes, un 
sous-clonage a été fait chez les femelles de chaque espèce. De cette manière, les 
séquences partielles du gène CHD, Z et W, ont été trouvées pour les espèces 
échantillonnées. Une étude phylogénique a été effectuée avec les séquences de 
COX-1, CHD-Z et CHD-W grâce au site « Clustal-Omega ». La méthode de 
sexage des oiseaux par séquençage du gène CHD est standard et efficace. Le 
gène COX-1 permet une meilleure identification des espèces parentes et le gène 
CHD-Z est le plus utile pour étudier la phylogénie profonde. 







Knowing the sex of a bird is important for many disciplines, notably for 
veterinary, ecological and evolutionary studies, not to mention for bird breeders 
who need to form pairs for reproduction. For many species of birds, juveniles and 
adults do not display a sexual dimorphism. The use of DNA, derived from a 
sample of blood, muscle, feathers or feces, is a rapid method to determine a bird’s 
sex. However, this method must be validated for each species, and ideally, 
standardised. The first objective of this work was to develop a method of sexing 
birds by sequencing portions of their CHD gene, for birds of prey and parrots seen 
in veterinary clinics in Quebec. A second objective was to identify the species 
being sexed, first of all using the mitochondrial gene COX-1, and second of all 
using the CHD-Z and CHD-W sequences used for sexing. The third objective of 
these studies was to evaluate the sequences obtained (CHD-Z, CHD-W and COX-
1) for performing phylogenetic studies. DNA was extracted from 27 species of 
parrots, 34 species of birds of prey, from one species of crow (Corvus	  
brachyrhynchos) and from the chicken (Gallus gallus). A PCR amplification was 
performed for partial exons 23 and 24 of the CHD gene. Sequencing this amplicon 
resulted in simple CHD-Z sequences for a male and overlapping CHD-Z and 
CHD-W sequences for a female, allowing sexing of the bird. In order to obtain 
distinct CHD-W sequences, a sub-cloning was performed for females of each 
species. In this fashion, partial sequences of the CHD gene, both -Z and –W, were 
generated for the species studied. A phylogenetic study was performed using 
COX-1, CHD-Z and CHD-W sequences and the site “Clustal-Omega”. The 
method of sexing birds by sequencing was found to be standard and efficient. The 
COX-1 gene permitted a better resolution of closely related species, while the 
CHD-Z gene was the most useful for estimating deep phylogenetic relationships.  
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Les oiseaux, comme la plupart des vertébrés, ont une reproduction sexuée 
impliquant un individu mâle et un individu femelle. Chez les espèces aviaires, la 
détermination du sexe est génétique, mais contrairement aux mammifères, c’est la 
femelle qui est hétérogamétique (WZ) et le mâle qui est homogamétique (ZZ) 
(Vucicevic et coll., 2013 ; Lee et coll., 2010 ; Fridolfsson et Ellegren, 1999 ; Kahn 
et coll., 1998 ; Griffiths et coll., 1998 ; Ellegren et Sheldon, 1997). Pour divers 
domaines, tels que l’écologie, la conservation, la médecine vétérinaire, la 
reproduction dans les élevages et même l’évolution, il est important de connaître le 
sexe des oiseaux (Lee et coll., 2010 ; Han et coll., 2009a ; Fridolfsson et Ellegren, 
1999). La survie de plusieurs espèces aviaires menacées par l’introduction 
d’agents pathogènes par l’homme et celles dont l’habitat naturel a été détruit, ou 
qui ont été chassées abondamment, dépend de programmes de reproduction en 
captivité (Bermùdez-Humaràn et coll., 2002). Pour ce faire, il faut être en mesure 
d’identifier les mâles et les femelles afin de former des couples reproducteurs. De 
plus, les perroquets, de par leur capacité à imiter et leur couleur flamboyante, sont 
des espèces de plus en plus populaires comme animal de compagnie (Cerit et 
Avanus, 2006). La majorité des propriétaires de ces oiseaux, que ce soit pour la 
reproduction ou simplement pour leur donner un nom adéquat, veulent savoir le 
sexe de leur animal de compagnie (Cerit et Avanus, 2006).  
Pour plusieurs espèces d’oiseaux, il est difficile d’effectuer un sexage par la seule 
observation phénotypique de la morphologie extérieure (Fridolfsson et Ellegren, 
1999 ; Kahn et coll., 1998 ; Griffiths et coll., 1998 ; Ellegren et Sheldon, 1997). 
Les oiseaux n’ont pas d’organes sexuels externes visibles, ce qui augmente la 
difficulté de sexage (Cerit et Avanus, 2007). Soixante pour cent des espèces 
aviaires, sur plus de 10 500 espèces répertoriées (Gill et Donsker, 2015), sont 
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considérés comme étant monomorphes ; c’est-à-dire que leur sexe est difficile à 
déterminer non seulement par leur apparence et leur taille, mais aussi parfois par 
leur comportement (Liu et coll., 2011 ; Bermùdez-Humaràn et coll., 2002). Chez 
certaines espèces, le mâle juvénile ressemble, de par son plumage, sa coloration et 
sa grosseur, à la femelle adulte. De plus, chez plusieurs juvéniles et adultes, le 
dimorphisme sexuel est très peu exprimé. 
Quelques techniques peuvent être utilisées afin de différencier les mâles des 
femelles aviaires. Parmi celles-ci, on trouve notamment la laparoscopie et la 
laparotomie aviaire, l’examen du cloaque, la morphométrie, l’observation du 
comportement, la présence de plaques incubatrices chez la femelle incubant ses 
œufs, l’analyse biochimique comme le sexage par stéroïdes, et l’analyse 
cytogénétique (caryotype) (Garcia et coll., 2009 ; Cerit et Avanus, 2007 ; Dubiec 
et Zagalska-Neubauer, 2006 ; Bermùdez-Humaràn et coll., 2002). Par contre, ces 
méthodes entraînent souvent des manipulations comportant des risques pour 
l’oiseau, des coûts élevés, de longs processus d’analyse et des résultats qui 
peuvent, dans certains cas, être incertains (Bermùdez-Humaràn et coll., 2002). Il 
est également souvent nécessaire d’avoir de grandes quantités d’échantillons 
récoltés afin de procéder à l’analyse au moyen de certaines de ces techniques 
(Garcia et coll., 2009). Par opposition, l’utilisation de l’ADN extraite à partir d’un 
échantillon de sang, de tissu, de plumes, de fèces ou même d’urine est une façon, 
rapide et en principe sûre, de procéder au sexage (Wu et coll., 2011). Cette 
méthode est avantageuse puisqu’elle n’entraîne que très peu de manipulation des 
individus. 
Afin d’avoir une méthode pour sexer un oiseau, basée sur l’ADN, il faut cibler un 
gène retrouvé sur les chromosomes sexuels et qui est présent chez toutes les 
espèces aviaires. Le gène, pouvant servir au sexage, doit détenir une région 
codante bien conservée entre les espèces afin qu’il puisse servir à sexer plusieurs 
d’entre elles (Griffiths et coll., 1998). De cette manière, il est possible de 
distinguer la femelle du mâle par la présence d’un gène rencontré sur le 
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chromosome W, présent seulement chez la femelle. Le gène CHD (Chromobox 
Helicase DNA binding gene) est retrouvé sur les deux chromosomes sexuels, mais 
il diffère par sa séquence. Les deux allèles, CHD-Z et CHD-W, détiennent des 
exons similaires, mais des introns qui varient en longueur et en séquence (Wu et 
coll., 2011 ; Ellegren, 1996 ; Griffiths et coll., 1996). Il s’avère donc utile pour 
déterminer le sexe d’un oiseau. C’est un gène qui détient des séquences codantes 
remarquablement bien conservées entre les espèces aviaires à l’exception des 
Struthioniformes (autruches) qui ne peuvent pas être sexés avec cette méthode 
(Griffiths et coll., 1998). Avec le gène CHD, il est donc possible d’utiliser une 
seule paire d’amorces pour déterminer le sexe de nombreuses espèces d’oiseaux 
(Griffiths et coll., 1998). 
Dans cette étude, l’objectif premier est, en utilisant le séquençage du gène CHD, 
de sexer les oiseaux de proie du Québec et les perroquets communément 
rencontrés en clinique et en élevage. Suite à une amplification et un séquençage de 
l’intron 23-24 du gène, deux profils de séquence devraient apparaître soit une 
séquence simple pour le mâle représentant deux copies de l’allèle CHD-Z et deux 
séquences qui se chevauchent pour la femelle démontrant la présence d’un allèle 
CHD-Z et d’un allèle CHD-W. À partir de cette étude il sera alors possible de 
pouvoir documenter les séquences de CHD-Z et de CHD-W séparément pour 
chacune des espèces, grâce à un sous-clonage et un séquençage de l’amplification 
du gène CHD-W chez les femelles.  
Un deuxième objectif de cette étude est de faire une identification et une 
confirmation des espèces d’oiseaux qui ont été utilisées pour le sexage. Cette 
identification est faite grâce au gène mitochondrial COX-1 qui est actuellement le 
plus utilisé puisqu’il démontre une grande variation entre les espèces. Par contre, à 
l’intérieur d’une même espèce, cette variation entre les différents COX-1 est très 
peu élevée ce qui permet d’effectuer la distinction d’espèce (Hébert et coll., 
2003b). Les fragments des gènes CHD séquencés serviront également au cours de 
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ce projet, afin d’observer si ces gènes pourraient eux aussi être de bons candidats à 
l’identification et ainsi à la taxonomie aviaire. 
Les séquences trouvées pourront par la suite, servir à une étude phylogénique des 
espèces aviaires utilisées pour le projet. L’étude phylogénique servira à déterminer 
lequel des gènes séquencés est le plus adéquat pour faire un rapprochement 
phylogénique. Ce projet permet l’utilisation de trois gènes qui agissent 
différemment à l’intérieur du génome aviaire. Il y a le gène CHD retrouvé sur le 
chromosome W qui est issu de l’ADN nucléaire des oiseaux et qui s’y retrouve en 
un seul exemplaire (monoploïde), le gène CHD-Z issu lui aussi de l’ADN 
nucléaire, mais cette fois-ci en deux copies (diploïde). Finalement, il y a le 
gène COX-1 qui provient de l’ADN mitochondrial qui se retrouve lui aussi en un 
seul exemplaire (monoploïde). Basés sur l’alignement des séquences entre les 
espèces, des arbres phylogéniques pourront être dessinés et une estimation du 







Chapitre 1- Revue de littérature 
1. Méthodes de sexage classiques chez les oiseaux 
Le dimorphisme sexuel correspond aux différences entre les mâles et les femelles 
au sein d’une même espèce. Il est estimé qu’environ 10 500 espèces d’oiseaux 
seraient connues et identifiées par l’être humain (Gill et Donsker, 2015). Plusieurs 
espèces aviaires (environ 60 %) ne possèdent pas le dimorphisme entre les genres 
ce qui, comme mentionné précédemment, rend la détermination du sexe difficile 
entre les individus. Chez les oiseaux, les organes qui permettent la reproduction ne 
sont pas facilement visibles de l’extérieur chez la plupart de ces espèces aviaires 
(Griffiths et Phil, 2000). Chez quelques espèces d’oiseaux de proie, les jeunes 
peuvent ressembler aux femelles adultes. Certains oiseaux dans les groupes utilisés 
dans ce projet, c’est-à-dire les perroquets et les oiseaux de proie, détiennent un 
dimorphisme sexuel bien visible. Parmi ceux-ci, il y a entre autres, l’Éclectus 
(Eclectus roratus), certains cacatoès (Cacatua sp), certaines amazones (Amazona 
sp) ainsi que la Calopsitte élégante (Nymphicus hollandicus) (Parr et Juniper, 
2010).  
Malgré tout, une grande majorité d’entre eux n’ont pas de dimorphisme et c’est 
pour cette raison que plusieurs méthodes de sexage ont été élaborées. Ces 
techniques ont été développées afin de pouvoir déterminer plus facilement le sexe 





1.1 Observation des oiseaux 
Il est possible d’identifier le genre des animaux selon des caractères sexuels 
primaires tel que l’apparence des organes génitaux, ce qui est impossible chez les 
espèces aviaires. Les oiseaux détiennent un cloaque. Le cloaque est une cavité 
rassemblant à la fois les extrémités du système digestif, du système urinaire et du 
système reproducteur des oiseaux (Griffiths et Phil, 2000). Chez la plupart des 
oiseaux, l’observation de cette cavité à elle seule ne permet pas la différenciation 
des genres puisque le cloaque est morphologiquement très similaire entre le mâle 
et la femelle. Le canard, l’autruche et l’oie font partie des exceptions chez qui 
l’organe reproducteur du mâle (le phallus) fait protrusion à l’extérieur du cloaque 
lors de la copulation (McCracken, 2000). Il est donc possible, chez ces espèces, de 
déterminer le sexe de l’animal à partir des caractères primaires en faisant l’examen 
direct du cloaque. Il est également possible d’évaluer des caractères sexuels 
secondaires morphologiques tels que la taille de l’oiseau ou la couleur du plumage, 
ainsi que des caractères secondaires physiologiques comme le métabolisme et 
l’odeur qui diffèrent entre les sexes. Les comportements, tels que les parades 
nuptiales, les chants, la construction du nid et la socialisation permettent 
également la distinction mâle/femelle chez certaines espèces aviaires.   
1.1.1 Observation de l’apparence  
De façon générale, les oiseaux mâles sont plus colorés que les femelles afin 
d’attirer ces dernières, de les courtiser et de se reproduire. Certains oiseaux 
détiennent un dimorphisme net entre les mâles et les femelles d’une même espèce. 
Leur sexage est alors facile et évident. En effet, chez ces quelques espèces 
d’oiseaux, la seule observation de la coloration du plumage ou de la taille de leur 
corps permet, avec certitude, l’identification du sexe (Cerit et Avanus, 2007). La 
femelle peut être soit plus petite ou plus grosse que le mâle, ou présenter une 
coloration différente. L’Éclectus (Eclectus rotatus) est un exemple d’oiseau qui 




présente une couleur vert vif avec un bec orangé tandis que la femelle détient une 
coloration rouge et bleue avec un bec noir et l’iris de l’œil plus blanc (South et 
Wright, 2002). Un autre exemple frappant de dimorphisme sexuel évident est le 
faisan (Phasianus colchicus) chez qui la femelle est beaucoup plus petite et moins 
colorée que le mâle. De par ces caractéristiques observables, il est possible de faire 
la distinction mâle/femelle par l’observation. Par contre, cette technique demande 
beaucoup de temps d’observation et des personnes avec des connaissances élevées 
sur le phénotype de chaque espèce aviaire puisqu’il est possible que le 
dimorphisme soit si grand que l’on confond le mâle et la femelle comme étant 
deux espèces différentes. Chacune d’entre elles détient des caractéristiques 
phénotypiques particulières, il est donc difficile de standardiser cette méthode. Des 
paramètres morphométriques permettent parfois le sexage, par exemple en prenant 
la différence de longueur de l’aileron entre mâle et femelle ainsi que la différence 
de poids. Par contre, cette technique ne s’est pas avérée efficace à tout coup pour 
le Merle à ventre clair (Turdus amaurochalinus) utilisé dans cette étude. Le taux 
de réussite était d’environ 80 % pour cette même espèce (Silva et coll., 2011). Il 
est à noter que certaines espèces démontrent une coloration plus marquée en 
période de reproduction, ce qui pourrait aider le sexage à ce moment (Gill, 1995).	  
Plusieurs recherches ont été effectuées afin de comprendre comment les femelles 
choisissent entre les divers mâles et femelles qui se ressemblent chez les espèces 
dites monomorphes. Ces chercheurs ont examiné surtout le système sensoriel 
aviaire au cours des dernières décennies. Les oiseaux voient les rayons ultraviolets 
(UV) et l’examen de certains oiseaux sous la lumière UV a permis de faire la 
distinction sexuelle d’un grand nombre d’espèces que l’on croyait monomorphes. 
La mésange bleue (Cyanistes caeruleus) en est un exemple, car elle présente 
beaucoup de différences non visibles par l’œil humain. Les espèces aviaires qui se 
distinguent seulement par leur coloration observable par une vision des 
ultraviolets, non visibles par l’œil humain, nécessitent une lumière UV pour leur 
sexage (Andersson et coll., 1998). Il est également nécessaire d’approcher de très 




contre, ce n’est, encore une fois, pas une méthode standard puisque ce ne sont pas 
tous les oiseaux qui présentent cette différence (Birkhead, 2014).	   
Certaines espèces aviaires peuvent même présenter des caractéristiques sexuelles 
secondaires comme la présence d’une crête ou d’un barbillon, ainsi qu’une 
position de la tête différente chez les mâles, qui les distinguent des caractéristiques 
de leurs femelles respectives (Gill, 1995). Par contre, ce n’est pas toujours aussi 
simple chez tous les oiseaux puisqu’il existe beaucoup de ressemblances, parfois 
même aucune différence, entre le mâle et la femelle (méthode non standard). De 
plus, les oiseaux doivent souvent atteindre une certaine maturité afin de présenter 
des caractéristiques sexuelles secondaires, ce qui complique le sexage des 
juvéniles d’apparence semblable aux adultes femelles (Ellegren et Sheldon, 1997).  
Chez les femelles, en période de nidification, il est possible de remarquer une 
plaque de couvaison, aussi appelée plaque incubatrice, qui pourrait servir à 
confirmer le sexe de l’animal. Cette zone est en fait une plaque sans plume 
irriguée par de nombreux vaisseaux sanguins et située sur la surface ventrale de 
l’oiseau. Sa position peut changer selon l’espèce (Gill, 1995). Elle permet le 
maintien d’une température adéquate lors de l’incubation par le transfert de 
chaleur de l’oiseau à ses œufs via les artérioles s’y retrouvant. Par contre, cette 
plaque se recouvre de plumes à la suite de l’éclosion des œufs et devient ainsi 
inutile pour l’identification de la femelle. De plus, il est possible que le mâle ou 
que les deux parents s’occupent du nid, ainsi, les deux sexes pourraient présenter 
une plaque incubatrice chez ces espèces. De ce fait, l’observation de la présence de 
plaques de couvaison, même en période de nidification, s’avère inutile pour le 






1.1.2 Observation du comportement  
Chez les oiseaux mâles, il existe généralement deux grandes stratégies afin 
d’attirer son partenaire sexuel ; par la vue, avec un plumage coloré ou une parade 
nuptiale, et/ou par l’ouïe, c’est-à-dire par un chant qui attirera l’attention des 
femelles. Le comportement, en général ou lors des périodes de reproduction, peut 
chez certaines espèces, être différent entre le mâle et la femelle (Ketterson et 
Nolan, 1994). Habituellement, lorsque la température est plus élevée et la 
nourriture plus abondante, la saison de reproduction des espèces aviaires s’entame 
(Gill, 1995). Lors de cette période, les mâles de plusieurs espèces démontrent un 
comportement dénotant de la territorialité, tel que de l’agressivité envers les autres 
mâles qui se trouvent à proximité lors de sa recherche de partenaire sexuel (Moss, 
2003 ; Gill, 1995). De plus, toujours lors de la saison reproductrice des oiseaux, 
certains mâles manifestent une parade nuptiale dans le but de courtiser leur 
femelle. Dans certains cas, tel que mentionné antérieurement, le chant du mâle est 
différent de celui de la femelle et avec une oreille expérimentée il est possible de 
sexer l’oiseau à distance à partir de ces différences. Les femelles, de plusieurs 
espèces d’oiseaux, ont des mœurs généralement plus discrètes puisqu’elles sont, la 
plupart du temps, responsables de la couvaison et doivent éviter les prédateurs. 
Dans le même ordre d’idée, c’est généralement les femelles qui détiennent le rôle 
de fabrication du nid, de protection du nid et de couvaison des œufs. Par contre, 
certains de ces comportements sont inversés chez certaines espèces aviaires. 
Certains mâles peuvent avoir le rôle de couvaison ou de fabrication du nid tandis 
que les femelles peuvent manifester de la territorialité ou faire une parade (Gill, 
1995 ; Ketterson et Nolan, 1994). Il est donc essentiel, pour pouvoir sexer les 
oiseaux en utilisant la simple analyse de comportement, de connaître chacune des 
exceptions pour chaque espèce aviaire, ce qui en fait une méthode laborieuse pour 
le sexage rapide des oiseaux.  
La technique de sexage des oiseaux par l’observation du comportement demande 




comportements aviaires, et ce, pour chacune des espèces. Les agissements 
reproducteurs et maternels sont différents d’une espèce à l’autre, il est donc 
difficile de standardiser cette méthode.   
1.1.3 Techniques de l’industrie avicole 
Chez les poussins, d’apparence monomorphique entre les individus mâles et 
femelles, deux méthodes sont utilisées pour sexer les oiseaux rapidement dans 
l’industrie avicole. Ces techniques sont l’examen du cloaque et l’observation des 
plumes des ailes ou de la coloration du plumage chez certaines races. Ces 
méthodes de sexage peuvent être appliquées dès la première journée de vie du 
poussin, ce qui comporte un avantage énorme pour l’industrie.   
La première méthode, l’observation du cloaque, consiste à visualiser les structures 
anatomiques du cloaque en effectuant une éversion de ce dernier. Ainsi, cette 
méthode permet de distinguer les structures appartenant aux femelles et celles 
appartenant aux mâles. Cette technique est très utilisée, mais elle nécessite des 
compétences particulières. Une connaissance élevée de l’apparence du cloaque des 
mâles et des femelles est de mise, puisque les structures mâles/femelles aviaires se 
ressemblent. Cette méthode de sexage doit être effectuée par des experts, car il y a 
de nombreuses différences anatomiques au niveau cloacal entre les différentes 
espèces et races, et même, beaucoup de variété de configuration individuelle au 
sein d’une même race (Cerit et Avanus, 2007 ; Reynnells et Flega, 2000 ; Lunn, 
1948). Il est aussi possible que quelqu’un de très entraîné puisse commettre des 
erreurs et l’observation du cloaque est difficile à apprendre pour un débutant dans 
le domaine (Boersma et Davies, 1987 ; Cerit et Avanus, 2007). De ce fait, la 
méthode de distinction cloacale ne semble pas être adaptée au sexage d’une grande 
variété d’oiseaux à grande échelle, et ce, même si elle est très utilisée dans 




Dans le même ordre d’idée, Boersma et Davies (1987) ont suggéré une méthode de 
sexage qui utilise la mesure du cloaque. Chez les femelles, le cloaque est 
généralement plus dilaté dans les périodes d’ovulation que celui des mâles afin de 
permettre le passage des œufs plus facilement. Par contre, cette méthode présente 
le même désavantage que l’observation des caractéristiques sexuelles secondaires, 
c’est-à-dire que l’oiseau doit être à maturité. De plus, la taille du cloaque est 
différente chez la femelle seulement en période d’ovulation ce qui rend cette 
technique peu efficace à l’identification du genre de plusieurs espèces aviaires lors 
de la période anovulatoire. 
Les méthodes de l’observation des rémiges des ailes ou de la coloration du 
plumage consistent elles aussi à distinguer le mâle de la femelle aviaire par 
l’examen des structures anatomiques, mais cette fois-ci au niveau du plumage. Ces 
méthodes sont considérées comme plus faciles à apprendre que celles nécessitant 
l’observation du cloaque. La technique consiste à regarder la croissance des 
rémiges primaires ou la coloration des plumes sur les ailes des poussins. Pour 
l’industrie du poulet, c’est souvent une caractéristique génétiquement sélectionnée 
qui permet une différenciation rapide de l’aspect morphologique entre les mâles et 
les femelles (Reynnells et Flega, 2000). Les races qui présentent ces marquages 
sexuels, c’est-à-dire la longueur des rémiges ou la coloration, se nomment races 
autosexables. Par contre, ce n’est pas toutes les races et encore moins, toutes les 
espèces aviaires qui présentent cette différence entre le mâle et la femelle dans 
l’industrie avicole. Ces méthodes nécessitent que le marquage sexuel soit présent 
dès l’éclosion, ainsi la détermination du sexe du poussin peut être exécutée dans 
les heures qui suivent sa naissance.   
Le marquage le plus souvent utilisé prend en compte la croissance des rémiges 
primaires. Chez certaines races de poules autosexables, les mâles détiennent des 
plumes primaires et secondaires qui semblent être de la même taille et leurs 
extrémités sont au même niveau. À l’inverse, la femelle montre des régimes 




distingue du mâle (McGibbon, 1977). En ce qui concerne le marquage par la 
coloration du plumage, le Coucou des Flandres (Gallus gallus) en est un bon 
exemple. Le coq de cette race de poule domestique est de couleur plutôt claire 
alors que la poule est de couleur plus foncée, ce qui présente un réel avantage afin 
de pouvoir séparer les mâles des femelles dès leur naissance (Périquet et Latimer, 
2010). Cette méthode, bien qu’encore une fois très utile dans l’industrie aviaire, ne 
peut pas être utilisée pour tous les oiseaux.  
1.2 Laparoscopie et laparotomie 
La laparoscopie et la laparotomie sont deux techniques chirurgicales qui 
nécessitent la contention des oiseaux par diverses manipulations, puis l’anesthésie 
générale (Burr et coll., 1981 ; Griffiths et Phil, 2000). La laparoscopie est une 
intervention chirurgicale utilisant un dispositif de lentilles optiques, appelé 
endoscope rigide, afin de pouvoir faire l’observation de l’intérieur du cœlome et 
des organes qu’il contient. Chez les oiseaux, ce procédé se fait en effectuant 
seulement une petite incision chirurgicale, contrairement à la laparotomie pour qui 
l’incision est beaucoup plus grande. La petite incision effectuée pour la 
laparoscopie est généralement réalisée entre deux côtes ou dans la fosse 
paralombaire chez les oiseaux (Burr et coll., 1981 ; Griffiths et Phil, 2000). Par la 
suite, l’insertion de l’endoscope permet l’observation des gonades et ainsi la 
détermination du sexe de l’animal (Griffiths et Phil, 2000). Plusieurs approches de 
laparoscopie ont été décrites, parmi celles-ci, l’approche la plus fréquemment 
utilisée pour l’évaluation endoscopique des gonades est l’une qui s’effectue sur le 
flanc gauche de l’animal. L’incision est effectuée entre la septième et la huitième 
côte ventralement au muscle fléchisseur cruris médial permettant ainsi une 
meilleure visualisation des gonades (Taylor, 2015). En ce qui concerne la 




servant au déplacement des intestins pour y voir les gonades directement (Griffiths 
et Phil, 2000).     
Chez les mâles aviaires, il est possible d’observer un testicule au pôle cranial de 
chacun des deux reins. Les testicules ont une forme de haricot et leur taille peut 
varier en fonction des saisons (Griffiths et Phil, 2000). Il est également possible 
d’y observer les canaux déférents et les uretères qui rejoignent l’urodéum. C’est 
d’ailleurs la contraction des muscles bulbo-caverneux situés autour de cette 
ampoule qui permet l’éjection du sperme lors de la copulation aviaire qui se fait, 
généralement, cloaque contre cloaque (Birkhead et coll., 1994). Par contre, chez la 
femelle, une seule grappe ovarienne est généralement visible. En effet, la femelle 
aviaire détient généralement deux grappes ovariennes, mais l’une des deux est 
souvent atrophiée lors de la maturation. C’est habituellement la gonade droite qui 
est plus petite, voire même absente. Pour cette raison, l’incision lors de chirurgie 
servant au sexage se fait généralement du côté gauche de l’animal afin d’y voir la 
grappe ovarienne fonctionnelle ou encore, le ligament suspenseur de l’ovaire 
(Griffiths et Phil, 2000). Cette grappe est suspendue, tout comme les testicules, au 
pôle crânial du rein dans la cavité cœlomique et comprend les follicules ovariens 
qui sont les futurs jaunes d’œuf (vitellus). L’observation de l’oviducte y est 
également possible. Il s’agit d’un tube divisé en plusieurs parties (l’infundibulum, 
le magnum, l’isthme et finalement l’utérus) partant de l’ovaire et permettant la 
migration de l’œuf jusqu’au cloaque (Sauveur et de Reviers, 1988).  
Même si ces techniques chirurgicales semblent permettre un sexage adéquat des 
oiseaux, il existe tout de même certaines limites à ces méthodes. Chez diverses 
espèces aviaires, autant chez le mâle que chez la femelle, lorsqu’ils ne sont pas en 
période de reproduction, leurs gonades peuvent régresser. De ce fait, le sexage par 
laparoscopie ou par laparotomie peut s’avérer difficile dans ces circonstances, car 
l’ovaire immature ressemble au testicule (Taylor, 2015). De la même manière, 
l’observation des gonades chez les oiseaux plus petits ou chez les oiseaux 




l’oiseau et des gonades chez les petites espèces (Griffiths et Phil, 2000). Un autre 
facteur limitant des méthodes chirurgicales est que les manipulations exigées 
peuvent être stressantes pour les oiseaux. De plus, il y a certains risques encourus 
par l’oiseau qui subit une anesthésie et une chirurgie. Comme la cavité cœlomique 
des oiseaux contient de nombreux sacs aériens nécessaires pour le vol et faisant 
partie du système respiratoire particulier des espèces aviaires, il y a un risque 
d’emphysème ou encore d’infection suite à l’incision chirurgicale de ces sacs 
(Griffiths et Phil, 2000). Il existe également un risque commun de déhiscence de 
plaie ou encore d’hémorragies lors de toute chirurgie. 
1.3 Stéroïdes fécaux  
Chez les vertébrés, des stéroïdes sexuels naturels sont générés via divers organes 
tels que les gonades et les surrénales ou par conversion à partir d’autres stéroïdes 
dans le foie ou dans les adipocytes. Ces stéroïdes agissent via des récepteurs et ont 
divers rôles, entre autres, dans la manifestation des caractères sexuels primaires et 
secondaires. Chez les mammifères, les œstrogènes sont produits par les follicules 
de l’ovaire, le corps jaune, le placenta, le foie, les surrénales, les glandes 
mammaires et le tissu adipeux (Kierszenbaum, 2006). Les œstrogènes (œstrone, 
œstradiol et œstriol), bien que présents chez les mâles, sont retrouvés normalement 
en plus grande quantité chez les femelles (Hogan et coll., 2013 ; Kierszenbaum, 
2006). L’œstrogène présent dans les matières fécales est un bon indice du genre de 
l’animal et la mesure de sa concentration permet le sexage de divers vertébrés. 
Chez la femme, la progestérone est une hormone que l’on retrouve en 
concentration plus élevée principalement lors de la phase lutéale du cycle 
menstruel. Elle est également retrouvée avec un taux élevé lorsqu’il y a gestation 
afin de maintenir, notamment, la vascularisation de l’endomètre. S’il n’y a pas de 
fécondation lors du cycle reproducteur, le taux de progestérone redescend à la 




quantité élevée dans les matières fécales peut être un bon indice qu’il s’agit d’un 
animal femelle. Par contre, la progestérone, contrairement à l’œstrogène, s’avère 
être moins utile au sexage puisqu’elle est plus élevée seulement à des moments 
précis. Un troisième groupe d’hormones stéroïdiennes sexuelles peut être utilisé 
pour le sexage. Il s’agit des androgènes comprenant notamment la testostérone. La 
testostérone est sécrétée, entre autres, par les gonades des mâles et par les glandes 
surrénales. Elle joue un rôle important dans l’activité sexuelle et le développement 
de la masse musculaire chez les mâles. Chez les mammifères, le ratio 
testostérone/œstrogène est plus élevé chez les individus mâles que chez les 
femelles, ce qui expliquerait le développement des caractéristiques sexuelles 
primaires et secondaires spécifiques aux mâles. C’est d’ailleurs le calcul de ce 
ratio à partir des concentrations d’hormones stéroïdiennes retrouvées dans les 
fèces ou même dans l’urine qui permet l’identification du sexe (Hogan et coll., 
2013). 
Tel que mentionné précédemment, les stéroïdes se retrouvent en quantité inégale 
chez le mâle comparativement à la femelle. De ce fait, la mesure des 
concentrations stéroïdiennes et leur ratio peuvent permettre l’identification du 
genre, mâle ou femelle, chez les divers vertébrés, notamment chez les oiseaux. 
L’utilisation de cette méthode est non invasive. Les hormones présentes dans les 
selles peuvent y rester pendant plusieurs heures selon les espèces (Hogan et coll., 
2013 ; Pukazhenthi et Wildt, 2004). De plus, selon Hogan et coll. (2013) les 
concentrations seraient très similaires chez les juvéniles et chez les adultes 
n’empêchant donc pas le sexage des jeunes par cette méthode. Comme cette 
technique entraîne peu ou pas du tout de manipulation de l’animal, l’individu ne 
ressent pas de stress contrairement aux autres méthodes qui demandent 
inévitablement des manipulations plus ou moins fastidieuses. Par contre, un des 
désavantages de cette méthode est qu’il faut avoir une quantité suffisante de 
matières fécales pour effectuer les mesures de concentration d’hormones (Hogan 
et coll., 2013). De plus, le prélèvement peut être difficile si l’oiseau est à l’état 




fèces servant à l’analyse des stéroïdes. Un autre désavantage notable est que le test 
doit être élaboré et mis en place au laboratoire et de ce fait, il doit être fiable et à 
bon prix. 
1.4 Cytologie 
La cytologie, proprement dite, est l’étude morphologique et microscopique des 
cellules permettant l’observation des structures qui la compose. Il s’agit d’un 
examen simple, non invasif, généralement indolore et pouvant être refait à de 
nombreuses répétitions. Il est possible à partir de la cytologie d’effectuer le 
caryotype de l’individu échantillonné. Un caryotype consiste à photographier les 
chromosomes à l’aide d’un microscope et, de les classer paire par paire selon leur 
taille et la position dans lequel se trouve le centromère (Parker et coll., 1992). 
Comme pour tous les vertébrés ayant des cellules eucaryotes, les chromosomes 
aviaires se retrouvent dans le noyau des cellules en nombre variant selon l’espèce 
observée. Il est donc possible de faire l’observation de ces agglomérations d’ADN 
via l’utilisation d’un étalement cellulaire et l’analyse par microscopie (Griffiths et 
Phil, 2000). Chez la femelle, hétérogamétique, les deux chromosomes sexuels 
seront présents, par contre l’un d’entre eux sera plus petit représentant le 
chromosome W (Parker et coll., 1992). À l’inverse, l’étalement cellulaire du mâle, 
homogamétique, permettra l’observation de deux chromosomes sexuels similaires, 
c’est-à-dire deux chromosomes Z (Gilgenkrantz, 2004 ; Griffiths et Phil, 2000 ; 
Parker et coll., 1992).   
La technique permettant l’étalement cellulaire est faite à partir de cellules vivantes 
mises en croissance, traitées avec de la colchicine, étalées et colorées sur une lame. 
La colchicine permet de maintenir les chromosomes condensés en phase mitotique 
du cycle cellulaire afin de les rendre plus visibles pour la microscopie. La 
coloration Giemsa, permet de faire la distinction entre l’hétérochromatine et 




(Griffiths et Phil, 2000 ; Parker et coll., 1992). Bien que ce procédé semble 
efficace et demande peu de manipulations animales, il s’agit d’un processus plutôt 
laborieux, long et difficile. Les cellules sanguines sont difficiles à mettre en 
culture (Griffiths et Phil, 2000 ; Parker et coll., 1992). Chez les oiseaux, ce sont les 
cellules de la pulpe des plumes en croissance qui est idéale pour faire la cytologie. 
Par contre, cette pulpe est souvent disponible seulement lorsque les plumes sont en 
croissance après la mue, ce qui rend difficile la collecte d’échantillons adéquats 
(Griffiths et Phil, 2000). De plus, il est souvent difficile de reconnaître chacun des 
chromosomes et d’établir le caryotype surtout chez les espèces aviaires qui 
peuvent détenir un nombre élevé de chromosomes. Les microchromosomes, de par 
leur petite taille, entraînent également des difficultés pour faire correctement la 
distinction entre tous les chromosomes des oiseaux (Griffiths et Phil, 2000). 
1.5 Imagerie  
L’échographie (ultrasonographie) utilise les ultrasons de haute fréquence afin 
d’obtenir des images des structures constituant le corps d’un animal à l’aide d’un 
appareil qui s’appelle échographe. Le principe est qu’une sonde permet l’émission 
d’ultrasons qui sont transformés en image, selon la vitesse à laquelle ils reviennent 
à cette même sonde. En plus de la sonde, l’échographe est généralement muni d’un 
moniteur, permettant la visualisation de l’image et d’un système numérique ou 
analogique d’enregistrement des données (Hossack et coll., 1999).  
Chez les oiseaux, l’échographie permet, entre autres, la détection des gonades et 
des structures reproductrices internes (Hildebrandt et coll., 1995). C’est, pour le 
sexage, une méthode rapide et non invasive qui peut parfois être effectuée sans 
anesthésie (Planché, 2007). Elle peut permettre, selon Hilderbrandt et coll. en 
1995, l’observation de l’oviducte gauche confirmant, si présent, le sexe des 
femelles aviaires. Un désavantage que présente l’utilisation de l’échographie est 




de sacs aériens et des plumes. Les sacs aériens occupent l’espace ventralement aux 
reins et, ventralement au synsacrum (Planché, 2007). Ils peuvent diminuer le 
passage des ultrasons de l’échographe générant ainsi une image de mauvaise 
qualité pouvant nuire à la visualisation de l’oviducte. Ainsi, une mauvaise 
interprétation et une mauvaise détermination du genre peuvent en découler 
(Vucicevic et coll., 2013). 
La radiographie permet, à partir de rayons X qui traversent l’individu, d’observer 
diverses structures par contraste. Selon l’épaisseur des différentes structures 
traversées par le faisceau de rayonnements, des images plus ou moins opaques 
selon l’épaisseur structurale sont formées. La radiographie est une méthode peu 
utilisée pour le sexage même si, dans certains cas elle permet l’observation des 
gonades. En effet, l’image obtenue peut être difficile à interpréter puisqu’elle 
superpose toutes les différentes structures en trois dimensions sur une même image 
en deux dimensions. De plus, s’il n’y a pas d’autres structures anatomiques 
visibles, tel que le syrinx chez certains mâles, il peut être difficile de faire une 
distinction entre un testicule et une grappe ovarienne (Silverman et Tell, 2010). Le 
syrinx est l’organe vocal de certains oiseaux chanteurs qui se situe à la base de la 
trachée et qui peut être visualisé à la radiographie entre la deuxième et troisième 
vertèbre thoracique dans la plupart des oiseaux (McMillan, 2013). 
1.6 Généralité sur les méthodes classiques  
Malgré leur utilisation fréquente, les techniques de sexage décrites précédemment 
présentent de nombreux désavantages. Certaines méthodes nécessitent des 
manipulations qui peuvent blesser l’animal, des coûts élevés, des longues 
interventions pouvant entraîner du stress à l’animal, d’attendre la maturité sexuelle 
de l’oiseau ou même de grandes quantités d’échantillons. De plus, certaines 
techniques peuvent donner des résultats plutôt incertains selon l’expertise de 




la mieux adaptée à l’identification du sexe des oiseaux, est la méthode de sexage 
par utilisation de l’ADN. Ces techniques par ADN nécessitent peu de 
manipulations des oiseaux et relativement peu de délais pour le résultat avec un 




2. Méthodes de sexage par ADN chez les oiseaux 
Chez les oiseaux, la femelle est hétérogamétique et la détermination du sexe par 
ADN se fait grâce à l’utilisation de marqueurs moléculaires liés au chromosome W 
(Cortes et coll., 1999). Les méthodes de sexage par ADN utilisent les différences 
de séquences entre les chromosomes W et Z d’une façon générale, c’est-à-dire en 
utilisant l’ensemble des chromosomes pour les méthodes génomiques, ou d’une 
façon précise en ciblant des séquences spécifiques. 
2.1 Chromosomes sexuels aviaires 
2.1.1 Généralité 
Il existe de nombreuses espèces d’oiseaux (plus de 10 500) et la quantité de 
chromosomes présente à l’intérieur de leur noyau diffère d’une espèce à l’autre. Le 
génome des oiseaux est petit, même s’ils détiennent, généralement, un grand 
nombre de chromosomes (Zhang et coll., 2014 ; Axelsson et coll., 2005). Chez les 
oiseaux, la taille des chromosomes est très variable ce qui permet de les diviser en 
trois groupes distincts ; les microchromosomes, les macrochromosomes et les 
chromosomes intermédiaires (Axelsson et coll., 2005 ; Fillon, 1998). Les 
microchromosomes sont généralement plus nombreux que les macrochromosomes 
et ils détiennent une taille inférieure à 20 Mb. Les macrochromosomes, moins 
nombreux, possèdent une dimension supérieure à 50 Mb. Ainsi, les chromosomes 
intermédiaires ont généralement une taille se situant entre 20 et 50 Mb. Mise à part 
leur taille, les groupes de chromosomes détiennent également des différences du 
point de vue de leur composition génomique. Selon Axelsson et coll. (2005), il est 
possible de voir plus de divergences au sein des microchromosomes tandis que les 
deux autres groupes, macrochromosomes et chromosomes intermédiaires, ont des 




En général, les oiseaux détiennent un caryotype avec un nombre de chromosomes 
se rapprochant de 80 (2n = 80) (Stiglec et coll., 2007). Par exemple, la dinde 
(Meleagris gallopavo) détient 40 paires de chromosomes tandis que le poulet 
(Gallus gallus) en détient 39 paires (Griffin et coll., 2008). Chez les oiseaux, il y a 
la présence de noyau et donc de chromosomes à l’intérieur des érythrocytes tandis 
que ces derniers sont anucléés chez les mammifères. De ce fait, les prélèvements 
sanguins d’oiseaux s’avèrent être une source très élevée d’ADN génomique 
aviaire. 
Comme c’est le cas chez les mammifères, la reproduction sexuée des espèces 
aviaires est au centre de leur descendance et par le fait même, de leur évolution. 
Cette sexualisation ne se limite pas au système chromosomique XX/XY retrouvé 
chez les mammifères. Les oiseaux détiennent également des chromosomes sexuels 
spécifiques à leur classe (Aves). Chez ces derniers, la détermination du sexe se fait 
grâce aux chromosomes sexuels Z et W (système ZZ/ZW) (Gilgenkrantz, 2004). 
C’est le mâle qui, cette fois-ci, à l’inverse des mammifères, est homogamétique et 
détient deux chromosomes sexuels Z. La femelle se distingue du mâle puisqu’elle 
est hétérogamétique et qu’elle détient un seul chromosome sexuel Z et un autre 
chromosome sexuel W (O’Meally et coll., 2012). L’aneuploïdie (nombre anormal 
de chromosomes) chez les oiseaux, bien qu’elle existe (triploïdie (ZZW)), est 
plutôt rare, ce qui laisse croire à un potentiel létal au stade embryonnaire lorsque 
cela se produit (Gilgenkrantz, 2004).  
Les chromosomes sexuels aviaires et mammaliens sont tous deux essentiels pour 
la détermination du sexe lors de l’embryogenèse. Bien que les chromosomes 
mammaliens et aviaires ont des ancêtres communs, les deux systèmes de 
chromosomes sexuels ne proviennent pas de mêmes paires d’autosomes 
ancestraux (O’Meally et coll., 2012 ; Fridolfsson et coll., 1998 ; Stiglec et coll., 
2007). La position des gènes, déterminée par cartographie chromosomique, est 
différente et les gènes, communs aux mammifères et aux oiseaux, ne se retrouvent 




De ce fait, il est possible de retrouver des équivalences de fragments de 
chromosome sexuel Z du poulet sur les chromosomes 5, 9 et 18 des humains. À 
l’inverse, des fragments équivalents du chromosome sexuel X humain sont 
retrouvés sur les autosomes 1 et 4 du poulet (O’Meally et coll., 2012). Le rôle des 
chromosomes sexuels aviaires dans la détermination du sexe, au niveau de 
l’embryogenèse, est encore mal connu (Smith et coll., 2009 ; O’Meally et coll., 
2012). Certains oiseaux rares sont gynandromorphiques, c’est-à-dire avec un côté 
mâle et l’autre côté femelle. Ces oiseaux suggèrent que le développement des 
gonades serait plus lié à des cellules qui agissent de façon autonome, cellule par 
cellule à la manière des individus chimères, que lié aux rôles des hormones 
sexuelles (Zhao et coll., 2010). 
2.1.2 Chromosome W 
Chez les oiseaux, le chromosome W est présent uniquement chez la femelle et ne 
se retrouve donc pas dans le caryotype des mâles. Il ressemble physiquement au 
chromosome Y retrouvé chez les mammifères mâles. Tout comme l’Y, le 
chromosome W est de petite taille et détient beaucoup d’hétérochromatines. Par 
contre, W est encore plus petit et détient des structures encore plus pauvres en 
gène que le chromosome Y (Stiglec et coll., 2007 ; Fridolfsson et coll., 1998). Il 
est estimé que le W représenterait environ seulement 1 % du génome haploïde 
complet des oiseaux (Gilgenkrantz, 2004). Malgré leur ressemblance en taille, les 
chromosomes W et Y n’ont rien en commun pour ce qui est des gènes qui y sont 
retrouvés. Certaines études affirment que le chromosome W serait, en fait, un 
chromosome Z dégradé puisqu’ils ont plusieurs homologies entre eux (Stiglec et 
coll., 2007 ; Fridolfsson et coll., 1998 ; Graves, 1995). Certains gènes qui se 
retrouvent à la fois sur le W et le Z sont très proches génétiquement et peuvent 
même faire des enjambements lors de méiose. Par contre, ils n’agiraient pas 
comme des pseudo-autosomes puisque leur position n’est pas la même sur l’un et 




laisse croire qu’ils auraient des ancêtres descendant d’une paire d’autosomes 
(Fridolfsson et coll., 1998 ; Graves et Shetty, 2000 ; Stiglec et coll., 2007).  
Le génome du poulet a été séquencé en 2004 (Consortium ICG, 2004), mais 
l’identification de gènes et l’assemblage du chromosome W sont restés 
incomplets. On retrouve beaucoup de séquences répétées sur le W ce qui en fait un 
chromosome très peu actif génétiquement (Cerit et Avanus, 2006). Le nombre 
exact de gènes retrouvé sur le chromosome W n’est pas connu. Jusqu’à présent, 
environ une douzaine de gènes ont été identifiés sur le chromosome W du poulet : 
CHD-W, ATP5A1-W, HINT-W, UBAP2-W, NIPBL, hnRNP-W, KCMF, 
SMAD2, SPIN, MIER3, ZFR et ZNF532 (Cerit et Avanus, 2006 ; Stiglec et coll., 
2007 ; Ayers et coll., 2013). Chez le poulet (Gallus gallus), chacun de ces gènes 
détient un homologue situé sur le chromosome sexuel Z (Cerit et Avanus, 2006) 
sauf trois exceptions qui ne s’y retrouvent pas : ETM1/FET1, 2d-2D9 et 2d-2F9. 
Ces derniers pourraient être de bons candidats afin de jouer un rôle dans le 
développement ovarien (Stiglec et coll., 2007). Il est estimé que seulement 4 % du 
chromosome W a été cartographié jusqu’à présent, soit environ 1,2 Mb et qu’il y 
aurait environ 21 gènes présents, dont certains qui se répètent (Ayers et coll., 
2013). La région possédant ces gènes se nomme euchromatine et serait située 
seulement sur une petite région de la partie terminale du bras court de W 
(Gilgenkrantz, 2004). Selon Ayers et coll. (2013), le W chez le poulet a une taille 
d’environ 55 Mb et environ 70 % de ce chromosome sexuel détiendrait des 
éléments répétitifs faisant partie de la même classe que XhoI, EcoR1 et SSP1 ; des 
enzymes de restriction. 
Le rôle du chromosome W dans la féminisation des oiseaux est encore à ce jour 
mal compris. Certains gènes interviennent spécifiquement dans la différenciation 
sexuelle aviaire. Par contre, aucun n’a encore été identifié sur le chromosome W 
des oiseaux femelles, comme c’est le cas pour le gène SRY trouvé sur le 
chromosome Y, et intervenant dans la différenciation testiculaire chez les 




évidemment un rôle important dans le phénotype femelle des espèces aviaires tout 
comme chez les mammifères. Puisque l’aneuploïdie est peu fréquente, la 
détermination des rôles des chromosomes sexuels reste inachevée dans la 
différenciation des genres chez les oiseaux. Par contre, il y a des exceptions 
notamment chez certains poulets qui sont triploïdes (ZZW) et qui développent tout 
d’abord des structures femelles qui se dégradent avec le temps. Ainsi, l’oiseau au 
stade adulte présente un phénotype mâle (Gilgenkrantz, 2004). Ce phénomène 
laisse croire que le chromosome W détient effectivement dans son ADN des gènes 
qui seraient déterminants pour le phénotype femelle puisqu’il y a féminisation au 
départ. Ces déterminants génétiques permettant le phénotype femelle seraient 
récessifs puisqu’il y a régression des structures femelles chez ces coqs triploïdes. 
Le phénotype mâle des coqs triploïdes serait peut-être lié au fait qu’ils détiennent 
une double dose de gènes portés par les deux chromosomes Z toujours présents 
(Gilgenkrantz, 2004). 
2.1.3 Chromosome Z 
Tel que mentionné précédemment, chez les oiseaux, le chromosome Z se retrouve 
à la fois chez le mâle et chez la femelle. Il se retrouve en deux exemplaires dans le 
caryotype du mâle et en un seul exemplaire chez la femelle. Comme le 
chromosome X des mammifères, il est plus grand que le chromosome W et est 
beaucoup plus riche en gènes (Ayers, 2013). Selon les différentes espèces aviaires, 
le chromosome Z est généralement le quatrième ou le cinquième plus grand 
chromosome du caryotype aviaire (Stiglec et coll., 2007). Tout comme le 
chromosome sexuel X, le chromosome Z semble être grandement conservé entre 
les espèces (O’Mealley et coll., 2012). Chez les oiseaux, il détient toujours une 
taille à peu près similaire d’une espèce à l’autre et il représente environ de 7 à 
10 % du génome total (Stiglec et coll., 2007). Jusqu’à présent, environ 764 gènes 
codant pour une protéine ont été décrits par Ensembl (2015) à partir du 




AVR2 AVD, TLN1 TPM2, PRLR, GHR, FGF10, ISL1 FST, DMRT1, NTRK2, 
SYK EFNA5, CHD1, NRG, LPL VCAN et TMOD1. Chacun de ces gènes code 
pour diverses protéines ayant des rôles, notamment, comme récepteurs, kinases, 
lipases et interférons. 
À l’inverse de ce qui se produit avec les chromosomes sexuels X des femelles 
mammaliennes, il ne semble pas y avoir d’inactivation d’un des chromosomes Z 
chez le mâle aviaire (Stiglec et coll., 2007 ; Kuroda et coll., 2001). En effet, 
contrairement aux mammifères, ce ne serait peut-être pas la présence des gènes en 
soi qui permettaient la différenciation phénotypique entre les mâles et les femelles 
chez les oiseaux. Jusqu’à présent, l’hypothèse est que ce serait surtout le dosage, 
c’est-à-dire le nombre plus élevé de copies des gènes présents, qui permettrait le 
développement des oiseaux mâles (Smith et coll., 2009 ; O’Meally et coll., 2012). 
Le gène DMRT1 serait lié au développement testiculaire, puisque s’il est retrouvé 
en moindre quantité, il engendre un effet de féminisation lors du développement 
embryonnaire (Smith et coll., 2009). Comme il ne semble pas y avoir 
d’inactivation du deuxième Z chez les mâles homogamétiques, il y a une plus 
grande production de protéines engendrée par les gènes du chromosome Z. La 
femelle, quant à elle, en détenant un seul chromosome sexuel Z produit 
nécessairement une moins grande quantité de protéines provenant des gènes du 
chromosome Z (O’Meally et coll., 2012). Jusqu’à présent, la théorie du dosage est 
encore incertaine. Il pourrait y avoir des facteurs permettant le développement des 
ovaires liés au chromosome W chez les femelles aviaires. De la même manière, 
certains facteurs entraînant le développement des testicules seraient associés à des 





2.2  Méthode de sexage génomique  
Il existe actuellement quelques méthodes permettant le sexage des oiseaux qui 
utilisent le génome entier de l’espèce. L’amplification aléatoire d’ADN 
polymorphe (RAPD) ainsi que le polymorphisme de longueur des fragments 
amplifiés (AFLP) font partie de ces méthodes génomiques. 
2.2.1 Amplification aléatoire d’ADN polymorphe (RAPD)  
La méthode de sexage d’amplification aléatoire d’ADN polymorphe consiste à 
l’amplification par PCR de plusieurs fragments d’ADN provenant, notamment, des 
gènes CHD (Z et W) et à l’analyse des profils de bandes sur gel suite à une 
électrophorèse. Les amorces permettant cette amplification sont choisies 
aléatoirement et elles ne nécessitent pas la connaissance préalable de la séquence 
d’ADN matrice (Morinha et coll., 2012). Plusieurs amorces sont utilisées en même 
temps lors de la PCR (Alatafi et coll., 2013). Le principe de RAPD est que lorsque 
les amorces sont petites (oligonucléotides) et que la température lors de l’annelage 
durant la PCR est basse, les amorces sont en mesure d’effectuer la réplication de 
nombreux fragments qui engendreront un profil sur gel spécifique pour chacune 
des matrices d’ADN différentes (Dodgson et coll., 1997). Donc, deux amorces 
doivent être en mesure de s’hybrider à chaque brin d’une partie de l’ADN 
génomique originel pour permettre l’amplification d’un ou de plusieurs fragments. 
Par la suite, le produit de PCR est radio-marqué afin de pouvoir l’identifier 
visuellement. Il est ensuite mis sur gel, soumis à une électrophorèse et observé sur 
gel d’agarose ou d’acrylamide afin de détecter tous les fragments polymorphes par 
un système de détection de la radioactivité (Morinha et coll., 2012 ; Dodgson et 
coll., 1997). Les motifs de bandes générés sont comparés à des profils connus 
comme appartenant au chromosome W aviaire, ou cartographié, et s’il y a 
homologie des bandes, il s’agit d’une femelle. Par la suite, les fragments identifiés 
comme faisant partie du chromosome W peuvent être isolés, purifiés et séquencés 




des animaux de cette espèce (Morinha et coll., 2012). L’amplification d’un 
fragment, s’il y a lieu, à partir de ces marqueurs, indiquera que l’individu sexé est 
une femelle.  
RAPD (Amplification aléatoire d’ADN polymorphe) est une méthode qui une fois 
établie pour une espèce donnée entraîne peu de coûts, puisque les oligonucléotides 
et les cartes comparatives fournis par de nombreuses compagnies sont peu 
dispendieux. De plus, la méthode permet l’utilisation d’un ADN cible présentant 
une séquence non connue puisque les amorces s’hybrident de façon aléatoire. Par 
contre, étant donné la nécessité d’effectuer de nombreuses amplifications, afin 
d’obtenir des marqueurs RADP pour chacune des espèces et l’utilisation de la 
radioactivité, cela limite la sensibilité et la reproductibilité de la méthode (Morinha 
et coll., 2012). De plus, vu la déficience de contrôle positif, l’absence de bande sur 
le gel pourrait laisser supposer que l’individu sexé est un mâle alors qu’en fait 
l’amplification par PCR n’a tout simplement pas fonctionné ou n’a pas été 
effectuée correctement (Cortes et coll., 1999).  
2.2.2 Polymorphisme de longueur des fragments amplifiés (AFLP)  
La méthode qui utilise le polymorphisme de longueur des fragments amplifiés 
(AFLP) implique l’utilisation d’ADN génomique coupé par des enzymes de 
restriction. Deux enzymes de restriction différentes agiront comme endonucléases 
et iront, chacune, couper spécifiquement l’une ou l’autre des extrémités des 
séquences à amplifier. Par la suite, de petites séquences de nucléotides seront 
ajoutées à chacune des extrémités grâce aux sites de coupure dont la séquence est 
connue et qui sont engendrés par les endonucléases. Ces ajouts nucléotidiques, 
appelés adaptateurs, permettront aux amorces de se fixer sur les fragments d’ADN 
génomique coupé par complémentarité de base. Ces derniers seront ensuite 
amplifiés par PCR et visualisés sur gel suite à une électrophorèse (Morinha et 
coll., 2012 ; Griffiths et Orr, 1999). Il y aura comparaison sur gel des deux formes 




surplus est identifiable, cela laisse croire qu’il s’agit d’une séquence retrouvée sur 
le chromosome W. Les fragments de séquences du chromosome W, extraits du 
gel, pourront servir par la suite de marqueur pour les futurs sexages des individus 
de cette espèce aviaire (Griffiths et Orr, 1999).  
L’AFLP permet l’isolation des marqueurs, et ce, de façon moins complexe que la 
technique RAPD (Griffiths et Orr, 1999). L’AFLP présente en partie les mêmes 
désavantages qu’une comparaison directe des fragments sur gel, c’est-à-dire la 
longueur identique des allèles Z et W du gène chez une femelle, ainsi que les 
patrons polymorphiques chez certains mâles entraînant une mauvaise analyse des 
résultats. Il est possible de ne retrouver aucune différence sur gel entre le mâle et 
la femelle si les enzymes de restriction ont engendré des fragments de même taille 
pour tout l’ADN génomique du chromosome Z et du W.  De plus, le temps 
d’exécution de cette méthode est long et onéreux puisqu’il faut développer des 
marqueurs pour chacune des espèces aviaires ; il s’agit donc d’un test non standard 
qui n’est pas adapté pour le sexage de routine à grande échelle (Morinha et coll., 
2012). Tel que mentionné précédemment, les marqueurs sont liés au W et il peut y 
avoir une mauvaise analyse des résultats due à l’absence de bande, ce qui pourrait 
faussement identifier l’individu testé comme un mâle alors que l’amplification n’a 
tout simplement pas eu lieu correctement. Il faut donc plusieurs amplifications du 
même échantillon afin d’être certain des résultats. Par contre, la récolte d’une aussi 
grande quantité d’échantillons peut être fastidieuse et le nombre élevé 
d’amplifications peut entraîner des coûts élevés (Griffiths et Orr, 1999).  
Le plus grand désavantage des méthodes de sexage qui utilisent le génome en 
entier est qu’elles ne sont pas standardisées puisqu’il faut avoir des séquences qui 
sont spécifiques à chacune des espèces. De ce fait, bien qu’elles puissent être 
utilisées pour le sexage en laboratoire et servir à la recherche sur le sujet, elles ne 




2.3  Méthode de sexage par amplification d’ADN ciblé 
2.3.1 Gène aviaire utilisé pour le sexage 
Afin d’utiliser l’ADN comme méthode ciblée de sexage, il faut être en mesure 
d’employer une séquence d’un gène, d’un fragment de gène, ou d’une séquence 
d’ADN spécifique, qui se retrouve sur les chromosomes sexuels. De plus, le gène 
doit être différent, de par sa longueur ou par sa composition en bases azotées, d’un 
chromosome sexuel à l’autre (entre Z et W). Il faut être en mesure de distinguer le 
chromosome W afin de pouvoir sexer avec certitude les femelles aviaires qui sont 
les seules à le posséder. La séquence d’ADN utilisée pour le sexage doit 
idéalement être composée d’exons similaires d’une espèce à l’autre pour favoriser 
la standardisation par PCR. Des différences entre les séquences W et Z 
(différences homologiques et différences de longueur) devraient s’y retrouver pour 
ainsi favoriser le sexage aviaire.  
2.3.1.1 Microsatellites (STRs ou SSRs ou VNTRs) 
Un microsatellite est une ou plusieurs séquences contenues à l’intérieur du génome 
de nombreux eucaryotes et il se compose de plusieurs nucléotides identiques qui se 
répètent. Il est possible de se servir de ces séquences répétées comme cible pour 
une amplification par PCR, de la même manière que lorsque le gène CHD est 
ciblé. Pour ce faire, il faut être en mesure d’identifier un microsatellite qui se 
retrouve potentiellememt uniquement sur le chromosome W des femelles de 
chacune des espèces aviaires. Ce microsatellite appartenant seulement aux 
femelles servira alors de marqueur pour les sexages ultérieurs des individus de 
cette espèce (Morinha et coll., 2012 ; Glenn et coll., 1997). Un avantage de 
l’utilisation de la méthode de sexage par microsatellites est que les SSRs peuvent 
être facilement et rapidement amplifiés par PCR. Il est possible d’utiliser des 
amorces complémentaires à l’unique séquence d’ADN qui se situe en amont et en 




ne sont pas les mêmes d’une espèce à l’autre, cette stratégie ne peut pas être 
utilisée de routine. Il est nécessaire d’avoir des marqueurs spécifiques pour 
chacune des espèces aviaires, ce qui demande beaucoup de temps et de travail 
(Morinha et coll., 2012). De plus, certaines espèces aviaires peuvent être exemptes 
de microsatellites sur le chromosome W et, de ce fait, ne pourront pas être sexées 
par l’utilisation de cette technique. Encore une fois, l’absence de contrôle positif, 
puisque seulement les microsatellites femelles sont amplifiés, peut engendrer des 
erreurs de type faux négatif dans l’analyse. 
2.3.1.2 PSL « Pheasant Sex-Linked marker » 
Différents gènes ont été ciblés pour le sexage des oiseaux lors d’études 
antérieures. Chez les phasianidés (ex. faisans et paons), on retrouve un fragment 
d’un gène PSL qui détient une longueur de 202 pb spécifiquement sur le 
chromosome W et une longueur de seulement 107 pb sur le Z. Cette divergence de 
longueur de fragment de gène permet alors de faire le sexage par ADN des oiseaux 
de cette famille (Li et coll., 2012). Le problème est que cette méthode n’est pas 
standard et ne peut donc pas être utilisée chez toutes les espèces aviaires 
puisqu’elles ne présentent pas toutes cette différence au sein du fragment PSL. 
2.3.1.3 Gènes « Chromodomain-helicase-DNA-binding gene » (CHD)  
Le gène qui est présentement préféré pour effectuer le sexage des oiseaux est le 
CHD retrouvé sur les chromosomes sexuels des oiseaux. Ce gène fait partie de la 
famille de protéines CHD, dans lesquelles on retrouve un domaine chromo ainsi 
qu’un domaine hélicase lié à SNF2/ ATPase. Le gène CHD détient notamment des 
rôles dans la régulation de l’organisation du génome, la recombinaison, 
l’expression génique et dans la maturation de l’ARN (Hall et Georgel, 2007). Les 
protéines provenant de ce gène interviennent dans le remodelage de la chromatine 
dépendante à l’ATP (Hall et Georgel, 2007). De plus, elles peuvent agir comme un 




Le CHD est un gène ayant été découvert chez la souris en 1993 (Delmas et coll.). 
Il se retrouve non seulement chez les oiseaux, mais également chez certains 
mammifères (NCBI, 2015). Chez le poulet domestique (Gallus gallus domesticus) 
on retrouve 8 gènes décrits qui codent pour des protéines de la famille des CHD. 
Ils sont regroupés en trois sous-familles. La première contient 3 gènes ; le 
gène CHD7, situé sur le chromosome 2, le CHD9 sur le chromosome 11 et 
finalement le CHD6 sur le chromosome 20, tous illustrés dans la figure 1-A. La 
deuxième sous-famille détient, pour sa part, 2 gènes ; le CHD4 et le CHD5 situés 
respectivement sur les chromosomes 1 et 21, tous illustrés dans la figure 1-B. 
Finalement, la famille d’intérêt pour le projet détient non seulement le CHD-Z 
(CHD1) et le CHD-W, mais également le CHD2 situé sur le chromosome 10, tous 




Figure 1. Famille de gènes qui codent pour les protéines CHD. A. Sous-famille 
avec CHD7, CHD9 et CHD6. B. Sous-famille avec CHD4 et CHD5. C. Sous-famille 





Chez les oiseaux, le gène CHD se retrouve à la fois sur le chromosome Z et le W 
et il subit très peu de variations, au niveau des exons, entre les diverses espèces 
d’oiseaux et même avec son homologue chez les mammifères (Fridolfsson et 
Ellegren, 1999). CHD-W a été le premier gène découvert sur le chromosome 
sexuel W du poulet et il semble être présent chez la plupart des espèces aviaires 
(Garcia et coll., 2009 ; Griffiths et coll., 1998, Kahn et coll., 1998 ; Ellegren, 1996 
; Griffiths et coll., 1996). Les gènes CHD aviaires ont une grandeur d’environ       
5 000 paires de bases et détiennent environ 38 petits exons (Griffiths et Korn, 1997 
; Griffiths et coll., 1998). Malgré sa présence sur les chromosomes sexuels, le gène 
CHD ne semble remplir aucune fonction au niveau du développement des 
structures sexuelles, ni chez le mâle ni chez la femelle aviaire (Delmas et coll., 
1993). 
Le gène CHD remplit mieux les conditions d’un gène adéquat pour le sexage, et 
ce, chez la majorité des espèces avicoles (exception faite des Struthioniformes) 
(Griffiths et Tiwari, 1995). Chez le poulet domestique (Gallus gallus domesticus), 
une portion du gène CHD pour le chromosome Z a déjà été séquencée notamment 
grâce aux amorces P2 et P8 identifiées par Griffiths et coll., en 1998. Ces amorces 
permettent l’amplification d’environ 350 paires de bases à partir des exons 23 et 




Figure 2. Deux transcrits du gène CHD-Z du poulet. Les exons 23 et 24, ainsi que l’intron 23-24 sont encadrés en vert. 





Les méthodes de sexage par gène ciblé sont celles qui utilisent, de façon générale, 
les gènes aviaires CHD amplifiés par PCR. Parmi ces méthodes, on retrouve 
l’analyse des résultats par comparaison sur gel d’acrylamide, le polymorphisme de 
longueur des fragments de restriction (RFLP), l’amplification PCR d’allèle 
spécifique (AS-PCR ou ARMS) ainsi que les PCR en temps réel. Assez souvent, 
les amorces P2 et P8 sont utilisées (Griffith et coll., 1998). 
2.3.2 Comparaison de fragments sur gel d’électrophorèse (acrylamide et 
agarose) 
En général, l’intron 23-24 des séquences du gène CHD, retrouvé sur le 
chromosome Z diffère en longueur de celui retrouvé sur le chromosome W (Kahn 
et al, 1998). Bien que les exons soient généralement bien conservés, le nombre de 
bases azotées retrouvées à l’intérieur des introns varie considérablement d’un 
chromosome sexuel à l’autre, et ce, à l’intérieur de la même espèce et du même 
individu. Il est donc possible, par la migration de fragments d’ADN amplifiés avec 
les mêmes amorces pour le CHD-Z et le CHD-W, de faire la distinction, sur gel, 
en taille (nombre de paires de bases azotées), entre les gènes CHD retrouvés sur 
chacun des deux chromosomes (Ellegren, 1996). De cette manière, il y aura deux 
bandes distinctes lorsqu’il s’agit d’une femelle puisqu’il y en a une qui 
représentera le fragment amplifié pour l’allèle du chromosome Z et l’autre pour 
celui du W. Lorsque l’oiseau sexé est un mâle, une seule bande sera présente, 
représentant les deux allèles, identiques en longueur et en séquence, des gènes 
CHD-Z (Ong et Vellayan, 2008). Par contre, cette méthode fonctionne 
difficilement sur un gel d’agarose standard à cause de la faible résolution du gel. 
Dans le cas de certaines femelles avec un CHD-W comprenant des introns n’ayant 
pas une grande différence en longueur avec ceux du CHD-Z, il est possible d’y 
voir seulement une bande sur ce gel (Ong et Vellayan, 2008 ; Fridolfsson et 
Ellegren, 1999). Il est donc préférable d’utiliser un gel d’acrylamide qui permet 




possible qu’il y ait, chez la femelle, une amplification préférentielle d’un seul des 
deux gènes (Dawson et coll., 2001). La migration sur gel peut alors résulter en une 
seule bande et l’oiseau sera sexé à tort comme étant un mâle (Ong et Vellayan, 
2008 ; Fridolfsson et Ellegren, 1999). De la même manière, certains mâles peuvent 
avoir deux allèles différents d’un chromosome Z à l’autre (patrons 
polymorphiques) et présenter deux bandes sur gel comme c’est typiquement le cas 
pour les femelles (Dawson et coll., 2001).  
2.3.3 Polymorphisme de longueur des fragments de restriction (RFLP) 
L’une des techniques conventionnelles fréquemment utilisées par les compagnies 
afin d’effectuer le sexage aviaire par l’utilisation du gène CHD, est le P2/P8 PCR 
RFLP (Polymorphisme de longueur des fragments de restriction). Cette méthode 
consiste également à comparer la longueur de fragments d’ADN entre les parcelles 
des gènes CHD-Z et CHD-W amplifiées (Chen et coll., 2012). Comme c’est le cas 
pour la comparaison simple sur gel d’acrylamide expliquée précédemment, P2/P8 
PCR RFLP consiste à amplifier par PCR une partie du gène CHD à partir de 
l’ADN extrait et purifié à l’aide des amorces P2 et P8 identifiées par Griffiths et 
coll. (1998). Par la suite, le fragment d’ADN obtenu généralement pour un seul 
des deux chromosomes sexuels est coupé en plusieurs parcelles par une enzyme de 
restriction. De ce fait, il est avantageux de connaître la séquence du gène à 
sectionner afin d’utiliser l’enzyme adéquate. Les fragments de restriction obtenus 
peuvent être ensuite séparés par électrophorèse sur gel d’agarose ou d’acrylamide, 
et migreront plus ou moins rapidement selon les différentes longueurs entre les 
fragments (Han et coll., 2009b ; Ong et Vellayan, 2008 ; Fridolfsson et 
Ellegren 1999 ; Griffiths et coll., 1998 ; Kahn et coll., 1998). De cette façon, le gel 
obtenu à partir d’un échantillon montrera plusieurs bandes à différents niveaux 
pour le fragment du gène coupé sur un des chromosomes sexuels tandis qu’il y 
aura une seule bande d’ADN sur le gel pour le fragment qui se situe sur l’autre 




patrons des bandes sur gel permettent le sexage des oiseaux ; il y aura deux 
patrons de bandes différents chez la femelle et un seul chez le mâle. 
Puisque l’enzyme de restriction normalement choisi cible spécifiquement l’un des 
deux chromosomes sexuels, il y a moins de chance de confusion que la 
comparaison simple sur gel, même si les introns des gènes CHD-Z et CHD-W sont 
semblables ou identiques. Malgré tout, cette technique comporte elle aussi 
quelques désavantages. L’utilisation d’enzymes de restriction ne permet pas la 
standardisation de la méthode. Les enzymes doivent cibler une séquence retrouvée 
à l’intérieur des introns afin de couper un seul des deux gènes CHD (Z ou W) 
puisque les exons sont très similaires chez ces derniers. Par contre, étant donné 
que les introns sont également différents d’une espèce à l’autre, il est possible que 
des enzymes différentes soient nécessaires pour l’identification de genre chez 
quelques espèces aviaires (Morinha et coll., 2012). Un autre problème qui peut 
survenir est que des sites de restriction se retrouvent à la fois chez le mâle et chez 
la femelle. Dans ces circonstances, plusieurs fragments seraient présents chez les 
deux chromosomes sexuels des deux genres, ce qui pourraient être conduire à un 
mauvais sexage. 
2.3.4 Amplification PCR d’allèle spécifique (AS-PCR ou ARMS)  
Une des méthodes permettant l’identification du genre par ADN, employé chez les 
oiseaux, est l’utilisation d’amorces permettant l’amplification d’un seul des deux 
allèles du CHD, généralement celui lié au chromosome sexuel W. Chez les 
oiseaux, les variations à l’intérieur des introns entre le CHD-W et le CHD-Z 
permettent l’utilisation de cette méthode pour le sexage (Morinha et coll., 2012). 
Ainsi, lorsque l’amplification par PCR de l’allèle CHD-W aura lieu et qu’un 
fragment sera visible sur gel suite à l’électrophorèse, cela suggère qu’il s’agit d’un 
individu femelle puisqu’elles sont les seules à avoir un chromosome W. Par 
contre, cette technique est peu utilisée puisqu’elle peut porter à confusion au 




nous laisser croire que l’échantillon est mâle alors que c’est le processus 
d’amplification qui n’a pas été effectué comme il se doit (Cortes et coll., 1999). Il 
est donc utile d’avoir un autre gène amplifié en même temps qui servira de gène 
contrôle. De cette manière, si le gène contrôle est présent ainsi que celui lié au 
chromosome W, il est possible de conclure à une femelle avec plus de certitude. 
Ce processus se nomme aussi PCR multiplex due à l’amplification de plus d’un 
gène (Griffiths et Orr, 1999).    
Une autre méthode multiplex plus utilisée permettant le sexage aviaire consiste à 
amplifier non seulement l’allèle se trouvant sur le chromosome W, mais également 
le CHD se trouvant sur les allèles Z. L’amplification du gène commun (CHD-Z) 
agit comme gène contrôle et évite ainsi les problèmes d’interprétation (Morinha et 
coll., 2012). De cette manière, l’utilisation d’amorces différentes pour le gène 
CHD-Z et le CHD-W engendrera des séquences distinctes, de longueurs assez 
différentes, pour faire la distinction sur gel de chacun des deux gènes (CHD-Z et 
CHD-W) (Cortes et coll., 1999). À la suite de cette amplification conjointe des 
gènes CHD-Z et CHD-W par des amorces distinctes, il y a migration sur gel 
d’acrylamide. De la même manière que ce qui a été décrit plus tôt, il y aura alors 
deux ou trois bandes distinctes, selon l’espèce, chez la femelle hétérogamétique et 
une seule bande chez le mâle homogamétique (Morinha et coll., 2012 ; Lee et 
coll., 2008). Par contre, cette méthodologie implique plusieurs amorces puisqu’il 
faut amplifier chacun des allèles avec des amorces se situant au niveau des introns, 
là où il est possible de faire la distinction CHD-Z et CHD-W.  Les introns étant 
variables non seulement d’un chromosome à l’autre, mais également d’une espèce 
à l’autre, il faut donc produire plusieurs amorces selon l’espèce à sexer. De plus, il 
faut connaître la séquence de chaque gène CHD-Z et -W afin de cibler 
spécifiquement, par les amorces, des fragments de différentes longueurs 
permettant une distinction facile (Morinha et coll., 2012). Cette technique n’est 




2.3.5 PCR en temps réel  
2.3.5.1 PCR en temps réel avec sondes TaqMan (qPCR)  
La PCR en temps réel implique la possibilité de faire un suivi sur la quantité 
d’ADN présente dans la réaction lors de l’amplification. Cette mesure est possible, 
notamment, grâce à l’utilisation de sondes fluorescentes ainsi qu’à la présence 
d’une séquence cible à l’intérieur du fragment amplifié par PCR (Overbergh et 
coll., 2010 ; Collot et coll., 2001). L’une des techniques décrites pour le sexage 
aviaire est la qPCR Taqman (Morinha et coll., 2012 ; Rosenthal et coll., 2010).  
La qPCR peut être utilisée pour le sexage par l’emploi de deux sondes avec deux 
marqueurs différents. L’un des marqueurs permet l’identification du fragment 
CHD-Z ou du fragment commun CHD-Z et CHD-W. Il agira comme fragment 
contrôle pour s’assurer que l’amplification se déroule bien. Le second marqueur, 
avec un spectre d’émission différent du premier, ne permet que l’identification du 
CHD-W et permet ainsi la détection d’individu femelle et donc, le sexage. C’est 
une méthode rapide, spécifique grâce à la fois aux amorces et à la sonde, et très 
sensible puisqu’elle demande une faible quantité d’ADN pour être exécutée. Par 
contre, certains désavantages y sont reliés : c’est une technique qui entraîne des 
coûts élevés pour la fabrication des sondes ainsi que l’obligation d’avoir des 
sondes spécifiques à chacune des espèces puisqu’il faut cibler, encore une fois, le 
CHD-W seul de chacune des espèces (Morinha et coll., 2012). 
2.3.5.2 PCR en temps réel combiné à l’analyse de la courbe de fusion 
Une deuxième PCR en temps réel, utilisée pour le sexage est celle qui est 
combinée à l’analyse de la courbe de fusion. Cette PCR permet, elle aussi, 
d’effectuer une mesure de la quantité d’ADN présente dans la réaction lors de 
l’amplification. Par contre, avec cette technique il y a une insertion d’un colorant 
fluorescent, généralement SYBR Green Save, à l’intérieur des doubles brins de 




est polymérisée, la fluorescence augmente et elle peut être ainsi mesurée par 
l’appareil de PCR en temps réel (Morinha et coll., 2012 ; Overbergh et coll., 
2010). La fluorescence augmente seulement au cours de la réaction d’extension de 
l’ADN et la formation de doubles brins. Elle est très faible ou nulle lors de la 
dénaturation du double brin, et ce, à chaque cycle, puisque les particules qui y 
étaient additionnées sont libérées et n’émettent plus de fluorescence (Overbergh et 
coll., 2010).  
Par la suite, cette PCR en temps réel est analysée grâce aux températures de fusion 
de chaque produit de PCR. La température de fusion (Tm) est la température 
nécessaire pour qu’il y ait 50 % de l’ADN sous forme de simple brin lors de la 
réaction de PCR. Cette température est constante à l’intérieur d’un même 
amplicon, mais est légèrement différente d’une séquence à l’autre (Morinha et 
coll., 2012). La Tm de l’ADN double brin dépend de la longueur de la séquence et 
de son contenu notamment en bases azotées GC ce qui est propre à chaque 
fragment pris individuellement (Taylor, 2009). Cette différence de Tm est 
habituellement suffisante pour permettre la distinction d’un fragment d’ADN à 
l’autre. Grâce à la fluorescence, la Tm peut être mise sous forme de courbe (dF/dT 
en fonction de la température) et le point le plus haut du graphique correspondra 
aux Tm (Morinha et coll., 2012). 
De nombreuses méthodes ont été décrites pour mettre en place ce procédé (PCR en 
temps réel avec l’analyse de courbe de fusion). Certains utilisent une seule paire 
d’amorces qui amplifient le CHD-Z et le CHD-W, générant ainsi différentes 
températures de fusion. D’autres utilisent deux paires d’amorces ; l’une spécifique 
au CHD-Z et l’autre spécifique au CHD-W (Faux et coll., 2014 ; Morinha et coll., 
2012). Dans les deux cas, la présence de deux températures de fusion différentes 
indiquera que l’échantillon soumis à la PCR est une femelle (deux amplicons ; 
CHD-Z et CHD-W) alors qu’il s’agira d’un mâle s’il n’y a qu’une seule Tm (un 
seul amplicon ; CHD-Z). Cette méthode de sexage est rapide et sensible. C’est une 




rentabilité. C’est un système qui est dit fermé, ce qui réduit considérablement le 
risque de contamination (Faux et coll., 2014). Par contre, il faut être en mesure de 
faire la distinction entre les deux températures de fusion. Lorsque les Tm sont très 
rapprochées ou identiques, cette distinction n’est pas évidente (Faux et coll., 
2014). De ce fait, il est utile de faire une bonne sélection d’amorces pour chacun 
des fragments (CHD-Z et CHD-W), mais il est alors nécessaire de désigner des 
jeux d’amorces pour chaque espèce, rendant cette méthode longue et non 
standardisée (Faux et coll., 2014 ; Morinha et coll., 2012). 
2.3.5.3 L’analyse « High-resolution melting » (HRM)  
Comme la méthode de la courbe de fusion décrite ci-haut, l’analyse HRM est une 
technique de PCR en temps réel, qui utilise l’insertion de substances fluorescentes 
entre les doubles brins d’ADN et l’analyse des courbes de fusion. Par contre, cette 
technologie est beaucoup plus performante que la méthode de la courbe de fusion. 
Il est possible, grâce à une plateforme de PCR équipée pour l’analyse HRM, de 
faire la distinction entre la Tm de fragments qui sont légèrement différents, soit en 
longueur ou en teneur en GC, avec beaucoup plus de précision (Morinha et coll., 
2012 ; Taylor, 2009). Il est donc possible d’obtenir de meilleurs résultats pour le 
sexage, et ce, en utilisant une seule paire d’amorces permettant à la fois 
l’amplification des fragments CHD-Z et CHD-W (Morinha et coll., 2012). Par 
contre, la présence de deux allèles différents chez un individu mâle pourrait 
entraîner la visualisation de deux Tm provenant des fragments polymorphiques 




3. Identification génétique d’espèces animales 
Au fil du temps, l’évolution des formes de vie sur terre a permis l’établissement de 
nombreuses espèces animales. En 2011, il y avait un total d’environ 1,2 million 
d’espèces animales identifiées et répertoriées dans la taxonomie. Tout de même, il 
est estimé que tout près de 86 % des espèces vivantes sur terre et près de 91 % de 
celles vivants dans les milieux aquatiques ne seraient pas encore identifiées et 
décrites (Mora et coll., 2011). Selon Clements (2012), en date du 28 septembre 
2012, 10 240 espèces d’oiseaux étaient présentes dans la liste taxonomique, 
regroupées en 227 familles.  
Afin de pouvoir faire un suivi évolutif et pour être en mesure de pouvoir identifier 
de nouvelles espèces qui ne sont pas encore décrites ou pour effectuer un bilan des 
espèces présentes, disparues, menacées ou en voies de disparition, il faut être apte 
à identifier chaque espèce. De nos jours, le meilleur moyen consiste à utiliser 
l’ADN puisque certains individus au sein d’une même espèce détiennent une 
morphologie très différente d’un individu à l’autre. Par exemple, entre le mâle, la 
femelle et le juvénile de la même espèce, le phénotype externe peut être si 
différent qu’ils pourraient être identifiés comme étant des espèces distinctes et 
ainsi entraîner une mauvaise identification par la simple observation. De plus, 
certaines espèces aviaires distinctes se ressemblent beaucoup et ont très peu de 
différences morphologiques entre elles, ce qui peut entraîner encore une fois, une 
mauvaise identification par un œil moins expérimenté. De ce fait, l’ADN s’avère 
être une méthode d’identification de l’espèce plus sûre, efficace, simple et assez 
rapide (Hébert et coll., 2003a).   
Pour faire la spéciation à partir de l’ADN, il faut être en mesure d’utiliser des 
séquences d’ADN dans une région standard du génome pouvant être utilisées pour 
tous les individus. Ces séquences doivent être suffisamment différentes entre les 
espèces afin de pouvoir les différencier. De cette manière, ces séquences 




banques de données publiques afin de permettre l’identification d’espèce et ainsi 
permettre une connaissance accrue des taxons, de façon rapide et économique 
(Hébert et coll., 2004). Woese et Fox en 1977 ont suggéré l’utilisation de gène se 
situant dans l’ARNr (ARN ribosomal) afin de faire l’identification d’espèces et 
ainsi, de pouvoir établir des relations évolutionnaires entre ces différentes espèces 
animales. Les gènes de l’ARNr évoluent lentement ce qui permet d’établir des 
relations anciennes entre les espèces et ainsi donner un aperçu de l’origine de la 
vie cellulaire (Woese, 2000). Par contre, il s’avère moins efficace pour les espèces 
étroitement liées puisqu’il y a très peu de divergence entre elles dans les gènes 
issus d’ARNr. Dans le même ordre d’idée, les gènes qui évoluent plus rapidement 
permettent d’établir les divergences et les distinctions entre les espèces 
génétiquement plus proches. Les gènes issus de l’ADN mitochondrial (ADNmt) 
font partie de ces gènes qui évoluent plus rapidement que l’ADN nucléaire. Ils 
présentent davantage d’accumulation de différences entre les espèces étroitement 
apparentées. Pour cette raison, les gènes mitochondriaux sont utilisés dans 
l’identification et la distinction des espèces, et même dans les études 
phylogéniques (Hébert et coll., 2004).  
3.1 ADN mitochondrial (ADNmt) 
Les mitochondries sont le siège du métabolisme cellulaire via la phosphorylation 
oxydative. Ce sont des organites qui détiennent leur propre ADN probablement 
issu d’une endosymbiose avec une bactérie ancestrale. Tout comme le génome 
bactérien, le génome mitochondrial des animaux est de petite taille, circulaire et 
monoploïde. L’ADNmt est relativement uniforme entre les vertébrés et les 
invertébrés (Brown et coll., 1979). L’ADNmt humain mesure environ 5 µm de 
long, il est composé d’approximativement 16,5 kilobases (kb) et code pour 13 




L’ADN mitochondrial (ADNmt) est un outil important dans la taxonomie des 
espèces, car il détient de nombreuses caractéristiques permettant l’identification 
interespèce. Compte tenu son taux élevé de mutations, l’ADNmt acquiert des 
divergences plus rapidement au sein de son génome (Elmeer et coll., 2012 ; Hébert 
et coll., 2003b ; Ingman et coll., 2000). Il est dit que les séquences d’ADNmt 
changent 5-10 fois plus rapidement que l’ADN nucléaire monoploïde (Giles et 
coll., 1980), et encore plus rapidement que l’ADN diploïde. Tel que mentionné 
antérieurement, ce sont ces divergences qui permettent de faire la distinction entre 
deux espèces même si elles sont rapprochées génétiquement, puisque les 
différences entre les séquences d’ADNmt de deux espèces sont généralement plus 
grandes que les dissimilitudes phénotypiques entre ces espèces. De ce fait, 
plusieurs espèces avaient été mal classées par les méthodes classiques et des 
révisions taxonomiques au niveau de l’espèce ont dû être faites basées sur les 
résultats obtenus à partir de l’ADNmt. Ainsi, de nombreuses espèces d’oiseaux 
nouvellement reconnues ont été définies (Hebert et coll., 2004). 
3.2  Cytochrome c oxydase 
Jusqu’à présent, pour l’identification des espèces, il est suggéré d’utiliser une 
région de 694 pb du gène mitochondrial cytochrome c oxydase sous-unité I (COX-
1) puisqu’il est facile à amplifier avec les amorces standards et qu’il offre une 
bonne résolution de la spéciation (Hebert et coll., 2004 ; Hebert et coll., 2003a et 
2003b). COX-1 (cytochrome c oxydase sous-unité 1) est l’une des 13 protéines 
codées par le génome mitochondrial humain identifiées jusqu’à présent. Le 
cytochrome c oxydase est une protéine membranaire de la mitochondrie qui joue 
un rôle dans le transport des électrons qui s’effectue dans la chaîne respiratoire 
mitochondriale. Cette protéine se retrouve dans les mitochondries à la fois chez les 




molécules d’oxygène en eau en utilisant les électrons du cytochrome c  (Treuffet, 
2010). 
Le gène mitochondrial codant pour COX-1, de par sa diversité en acides aminés, 
permet l’identification et la catégorisation taxonomiques. La variation entre les 
espèces est d’en moyenne 11,3 %, et 98 % des espèces détiennent des divergences 
plus grandes que 2 % avec les autres espèces, mêmes si elles sont rapprochées 
dans leur taxonomie évolutionnaire (Hebert et coll., 2003a et 2003b). De plus, à 
l’intérieur d’une même espèce, la variation entre les différents COX-1 est très 
rarement plus élevée que 2 %. Lorsque la divergence est plus élevée, c’est 
généralement quand la population est isolée des autres populations de la même 
espèce entraînant la dérive génétique. La grande majorité des individus au sein 
d’une même espèce détient une variation du gène mitochondrial COX-1 inférieure 
à 1 % ce qui permet d’effectuer la distinction d’espèce (Hébert et coll., 2003b). 
Hébert et coll., en 2004 ont séquencé un fragment standard (694 pb) du 
gène COX-1 de 260 espèces d’oiseaux d’Amérique du Nord, et toutes ces espèces 
avaient un COX-1 différent. Ces différences étaient de l’ordre de 18 fois plus 
élevées interespèce que celles au sein d’une même espèce. De ce fait, par 
l’utilisation de COX-1, la découverte de nouvelles espèces animales pourrait être 
accélérée.  
3.3  Classification aviaire 
Les oiseaux représentent un groupe de vertébrés très diversifié avec des 
caractéristiques morphologiques plus ou moins semblables entre ces espèces 
sœurs. La classification aviaire a fait l’objet de nombreuses études, et ce, depuis 
plusieurs années. Les connaissances sur les relations entre espèces déterminées par 
le COX-1 ont permis l’amélioration de cette classification au cours de ces 
dernières années. Par contre, compte tenu des nombreuses divergences entre les 




lignées aviaires ne descendent pas toutes du même ancêtre commun. La position 
dans l’arbre phylogénétique de chacune des espèces composant ce groupe est donc 
susceptible de changer dans les années à venir (McCormack et coll., 2013).  
Cette thèse concerne les perroquets et les oiseaux de proie susceptibles d’être vus 
en clinique par les vétérinaires du Québec. L’identification, la classification ainsi 
que la phylogénie des perroquets ont fait l’objet d’études depuis plusieurs années 
et ces travaux ont amené une révision importante des relations autrefois établies 
entre les espèces de perroquets (Joseph et coll., 2012). Les perroquets forment 
l’Ordre des Psittaciformes. Ils sont séparés selon leur provenance en perroquets de 
l’Ancien Monde et les perroquets du Nouveau Monde (figure 3). Ceux de l’Ancien 
Monde comprennent les perroquets de l’Afrique, de l’Asie et de l’Australie. On 
compte parmi les perroquets africains, les Inséparables, les Poicephalus sp. ainsi 
que les Gris d’Afrique. Les perroquets (Psittacidés) d’Australasie sont, entre 
autres, les Perruches ondulées, Calopsittes élégantes, les Cacatoès et les Loris. On 
retrouve parmi les perroquets d’Amérique ; les Conures, les Amazones et les Aras 
qui sont tous des perroquets du Nouveau Monde (Schodde et coll., 2013). Les 
perroquets, à la fois du Nouveau Monde et de l’Ancien Monde sont, pour 
quelques-uns d’entre eux, gardés et même élevés en captivité au Québec. 





Figure 3.	  Répartition des perroquets selon la provenance originale de leurs ancêtres. On y 
voit les perroquets du Nouveau Monde comprenant les oiseaux qui proviennent des Amériques ; et 
les perroquets de l’Ancien Monde incluant les oiseaux africains, australiens et asiatiques. Image 





Les oiseaux de proie sont des oiseaux carnivores qui se caractérisent par des serres 
très puissantes puisqu’ils utilisent leurs pattes pour attraper et tuer leur proie. Ils 
détiennent également un bec tranchant et crochu qui sert à déchiqueter les proies 
pour faciliter la déglutition. Tout comme les autres espèces aviaires, les oiseaux de 
proie possèdent une excellente vision ce qui leur permet d’éviter les obstacles en 
vol. Ils ont généralement une vision supérieure aux autres oiseaux puisqu’ils 
doivent chasser leur proie.  
Les oiseaux de proie sont aussi appelés rapaces et, d’après le Congrès 
ornithologique international de 2010, ils sont séparés en deux grandes catégories 
soient les rapaces diurnes, qui chassent le jour, et les rapaces nocturnes, qui se 
nourrissent la nuit. Au Québec, on peut observer 27 espèces indigènes d’oiseaux 
de proie (UQROP, 2014). Les oiseaux de proie diurnes regroupent deux Ordres ;  
les Accipitriformes et les Falconiformes. Les Accipitriformes sont subdivisés en 4 
familles qui sont les Cathartidés (les urubus et les condors), les Pandionidés (les 
balbuzards), les Accipitridés (les aigles, les éperviers et les buses) et finalement, 
les Sagittariidés dont le seul représentant est le Serpentaire (Sagittarius 
serpentarius). La famille des Cathartidés détient 5 genres ; Cathartes (3 espèces), 
Coragyps (1 espèce), Sarcoramphus (1 espèce), Gymnogyps (1 espèce) et Vultur 
(1 espèce). Les Pandionidés, quant à eux, détiennent un seul genre incluant deux 
espèces. En ce qui concerne la famille des Accipitridés, le genre Accipiter détient 
15 espèces au total, celui de Buteo en détient 29, Haliaeetus en a 10, Circus en 
a 16, Parabuteo en a 2 et finalement le genre Aquila détient un total de 11 espèces. 
L’ordre des Falconiformes comprend la famille des Falconidés avec le genre 
Falco, qui sont les seuls d’intérêt pour ce projet, incluant 40 espèces. 
Les rapaces nocturnes forment l’ordre des Strigiformes et se divisent en 2 
familles : les Tytonidés et les Strigidés qui regroupent les effraies, les hiboux et les 
chouettes. La famille des Tytonidés détient 15 espèces d’oiseaux du genre Tyto et 




Asio détient 6 espèces au total, celui Bubo en a 19, Aegolius en détient 15, Strix en 




4. Phylogénie aviaire 
L’ADN, les gènes et les génomes sont transmis des ancêtres à leur descendance. 
L’ADN subit de nombreuses modifications lors de son transfert, ce qui engendre la 
diversité génétique et phénotypique à l’intérieur d’une population, qui serait elle-
même à l’origine de la formation de différentes espèces. Charles Darwin, dans son 
livre « L’Origine des espèces » (1859), fut l’un des premiers à montrer un lien de 
parenté entre les diverses espèces par la sélection naturelle. Pour ce faire, il a 
utilisé l’illustration de l’arbre phylogénétique afin de démontrer la proximité 
morphologique des espèces entre elles. Il parle alors de « descendances avec 
modification » (Darwin, 1859).  
4.1 Phylogénie morphologique et moléculaire 
La phylogénie est l’étude des relations qui permet ce rapprochement en établissant 
un lien de parenté entre les diverses espèces animales. Selon les données 
paléobiologiques et moléculaires, les oiseaux ancestraux ont subi une radiation 
explosive, un « Big Bang » biologique suivi de l’extinction massive des espèces, il 
y a 66 millions d’années (Jarvis et coll., 2014). Cette diversification (la spéciation) 
rapide a mené à l’apparition de plusieurs groupes à l’intérieur desquels les 
individus sont généralement morphologiquement semblables (Jarvis et coll., 2014 ; 
McCormack et coll., 2013). Les relations évolutives des oiseaux modernes sont 
difficiles à comprendre et ont été débattues pendant des siècles. Des études 
récentes des génomes aviaires ont démontré qu’ils détiennent une taille plutôt 
limitée et sont composés de nombreux éléments répétitifs (Zhang et coll., 2014). 
De plus, il est survenu, au cours de l’évolution du génome aviaire, plusieurs 
délétions et même des pertes complètes de gènes, ce qui fait de la classe aviaire un 
défi phylogénique en soi (Zhang et coll., 2014). Jusqu’à présent, deux groupes 
distincts (superordres) d’oiseaux sont identifiés à la fois par la phylogénie 




(paléognathes) et les oiseaux du Nouveau Monde (néognathes). Bien que les 
termes Ancien et Nouveau Monde soient les mêmes que ceux utilisés pour la 
séparation selon leur origine géographique des espèces de Psittaciformes, ils ne 
sont pas utilisés dans le même contexte ici. Les oiseaux de l’Ancien Monde sont 
considérés comme des oiseaux anciens qui auraient perdu la faculté de voler et ils 
sont composés de cinq ordres encore vivants ; les Tinamiformes (ex. tinamous), les 
Struthioniformes (ex. autruches), les Rheiformes (ex. rheas), les Aptherygiformes 
(ex. kiwis) et les Casuariformes (ex. casoars et émeus). Les oiseaux du Nouveau 
Monde comprennent tous les autres ordres aviaires et sont subdivisés en deux 
groupes ; les Galloanserae (ex. poules) et les Neoaves, incluant les perroquets et 
les oiseaux de proie, pour ne nommer que ceux-là (Hackett et coll., 2008). Il existe 
très peu de formes intermédiaires entre ces groupes, ce qui rend leur classement 
taxonomique assez ardu.  
Il est possible de faire des études de phylogénie des oiseaux à l’aide de 
l’alignement des séquences qui composent les gènes ainsi que les génomes des 
diverses espèces de nos jours (Zhang et coll., 2014 ; Jarvis et coll., 2014). Jusqu’à 
présent, chez les oiseaux, certains rapprochements phylogéniques ont été obtenus 
grâce à l’observation de la morphologie et à l’hybridation d’ADN des génomes 
mitochondriaux, des exons nucléaires, de l’ARN ribosomal, des séquences 
d’intron et des séquences répétitives comme les rétrotransposons (Jarvis et coll., 
2014 ; McCormack et coll., 2013 ; Hackett et coll., 2008). Par contre, certains de 
ces résultats sont contradictoires. Afin de résoudre ces contradictions, il est 
recommandé d’utiliser des séquences plus longues de l’ADN mitochondrial et 
plusieurs loci nucléaires indépendants (Hackett et coll., 2008) ou même les 
génomes aviaires complets (Jarvis et coll., 2014).  
L’étude de phylogénie des oiseaux de Hackett et coll. (2008) a utilisé 169 espèces 
d’oiseaux. À partir de ces espèces, les chercheurs ont fait l’alignement moléculaire 
de 32 kb d’ADN nucléaire. Ces 32 kb regroupaient 19 loci indépendants, localisés 




74 % d’introns, 23 % d’exons et 3 % d’UTRs (région de l’ADN non traduite). Ils 
ont ensuite effectué un arbre algorithmique à partir de ces alignements. Certains de 
leurs résultats étaient différents de ce qui a été vu dans le passé. Chez les oiseaux 
de proie, certains oiseaux diurnes auraient évolué avec des ancêtres nocturnes. Les 
Falconidés et les Psittacidés auraient une relation sœur. De la même manière, les 
Accipitridés et les Catharidés détiendraient tous deux une relation sœur avec les 
Strigiformes. Les Catharidés (vautours du Nouveau Monde) ont depuis des années 
été classés et déclassés dans des ordres aviaires distincts, et leur position 
taxonomique reste encore débattue. En effet, ils ont tous d’abord, en 1990, été 
classés parmi les Ciconiidés, puis, certains les plaçaient avec les Falconidés 
(Sibley et Ahlquist, 1990). Une étude suggère même qu’ils aient leur propre Ordre, 
par contre cette étude utilisait seulement l’alignement de 5007 pb retrouvées sur 5 
gènes différents (Ericson et coll., 2006). Depuis l’étude de Hackett et coll. de 
2008, les vautours du Nouveau Monde sont classés parmi les Accipitriformes. 
McCormack et coll., dans une étude phylogénique plus récente (2013), ont utilisé 
les UCEs (« ultra concerved elements » ou petites séquences ultra-conservées) de 
32 oiseaux du Nouveau Monde. Les résultats et les conclusions obtenus sont basés 
sur l’alignement de 416 loci, complété à 100 % et de 1514 loci, complété à 87 %. 
Ces loci représentent environ 544 kb, soit 17 fois plus que l’étude de Hackett et 
coll. (2008). Leur étude démontre, par le fait même, que plus il y a de loci utilisés 
pour l’alignement, plus il y a de vraisemblances phylogéniques et donc, que 
l’étude est convaincante. Leurs résultats soutiennent une relation sœur entre les 
perroquets et les passereaux, ainsi qu’entre les Falconidés et les perroquets. De 
plus, les faucons et les aigles ne convergeraient pas des mêmes ancêtres. Tout 
comme dans l’étude de 2008 d’Hackett et coll., l’étude de 2013 classe elle aussi 
les Catharidés parmi l’ordre des Accipitriformes. 
En 2014, Jarvis et coll., durant une des études les plus avancées jusqu’à présent, 
ont utilisé les génomes complets de 48 espèces aviaires, représentant tous les 




l’Ancien Monde (paléognathes), afin de construire un arbre phylogénique et d’y 
faire des études comparatives. Ils ont utilisé cette fois-ci les exons de 8251 gènes 
codants, ce qui représente environ 40 % des protéomes (protéines exprimées dans 
les cellules). De plus, ils ont pris les introns de 2561 gènes et 3769 UCEs, pour un 
total global de 41,8 millions de paires de bases comparées. Tout ceci (exons, 
introns et UCEs) représente environ 3,5 % du génome des oiseaux. Ils ont effectué 
plusieurs arbres phylogéniques à partir d’introns, d’exons et d’UCEs. Par la suite, 
ils ont fait une compilation de tous ces arbres phylogéniques afin de faire un méga-
arbre permettant ainsi une haute résolution phylogénique. Leur étude utilise une à 
trois espèces d’oiseaux par ordre ; trois espèces pour les Accipitriformes (2 
Accipitridés et 1 Cathartidé), 2 espèces pour les psittaciformes et finalement, 1 
espèce pour les Strigiformes et les Falconiformes. Les résultats semblent être les 
mêmes, concernant nos espèces d’intérêt (Falconiformes, Accipitriformes, 
Strigiformes, et les Psittaciformes), que ce qui a été démontré dans l’étude de 
Hackett et coll. (2008). Les Falconiformes et les Psittaciformes auraient une 
relation sœur et les Accipitriformes auraient également une relation sœur avec les 
Strigiformes. Il est à noter que les Cathartidés se retrouvent encore groupés avec 




Chapitre 2- Méthodologie 
(# d’approbation du CÉUA : 13-Rech-1666) 
1. Extraction d’ADN 
L’ADN génomique est extrait à partir d’échantillons de sang, de tissus, de plumes 
et de fèces prélevés sur différentes espèces de perroquets (27 espèces ; 23 mâles et 
13 femelles) et d’oiseaux de proie (33 espèces ; 30 mâles et 24 femelles) ainsi que 
sur des poulets et des corneilles, mâles et femelles. Ces échantillons proviennent 
de la Clinique des oiseaux de proie (COP), de la Clinique des animaux exotiques 
de compagnie (CAE), du Centre québécois sur la santé des animaux sauvages 
(CQSAS), de « Chouette à voir », de l’animalerie « Lamifidel », de l’Institut 
Hagen de recherche en aviculture (HARI), de la Coopérative de solidarité 
d’entraide pour la survie des perroquets (CO-ESP) ou encore de connaissances 
personnelles de l’auteure. L’extraction d’ADN a été faite à partir de trousse 
QIAGEN (QIAamp DNA Mini Kit, Qiagen sciences, Cat. No. 51306, Hilden, 
RFA) selon le protocole du manufacturier détaillé ci-dessous. 
1.1 Sang 
Deux à cinq millilitres de sang ont été obtenus par prélèvement sanguin au niveau 
de la veine jugulaire sans anesthésie. Le sang fut placé dans un tube avec EDTA 
comme anticoagulant. Contrairement à l’humain, le sang des oiseaux est composé, 
non seulement de leucocytes nucléés, mais aussi d’érythrocytes nucléés. De ce fait, 
l’ADN génomique est plus abondant dans le sang des oiseaux que dans le sang de 
la majorité des mammifères. C’est pour cette raison que lors du traitement des 




phosphate salin (PBS) placé dans un tube de microcentrifugation de 2,0ml. En 
effet, une trop forte concentration d’ADN génomique rend difficile la technique 
d’isolation de l’ADN. Par la suite, 400µl de tampon AL et 40µl de protéinase K 
sont ajoutés, puis le tout est agité vigoureusement environ 15 secondes. Le tampon 
AL et la protéinase K servent à la lyse et à la digestion cellulaire afin d’y en 
extraire l’ADN. La solution doit être maintenue à 56°C un minimum de 30 
minutes dans un incubateur (Thermolyne type 16500 dri-bath, Fisher, Dubuque 
Iowa, É-U). Ensuite, 400µl d’éthanol 100 % sont ajoutés et la solution est agitée. 
L’éthanol permet l’adhésion de l’ADN à la mini-colonne d’isolation. 
1.2 Muscles 
Les échantillons de muscles ont été utilisés sur les oiseaux morts qui étaient 
présentés à la salle de nécropsie de la Faculté de médecine vétérinaire de St-
Hyacinthe. Ce tissu a été jugé le plus facile à utiliser pour la récupération de 
l’ADN sur des sujets non vivants. Les muscles soumis ont été coupés de façon à 
obtenir environ 25mg puis réduits en petits morceaux avec un scalpel afin 
d’accélérer sa digestion. Par la suite, le tissu est déposé dans un tube de 
microcentrifugation de 1,5ml avec 180µl de tampon ATL et 40µl de protéinase K 
pour être passé au mélangeur (Thermolyne, Vortex, Maxi Mix II, Fisher, Dubuque 
Iowa, É-U) pendant 15 secondes. Le tube est ensuite placé dans un incubateur 
(Thermolyne type 16500 dri-bath, Fisher, Dubuque Iowa, É-U) à 55°C jusqu’à ce 
que le tissu soit complètement lysé (de 30 minutes à une nuit entière). Durant cette 
incubation, un brassage à l’aide du mélangeur Maxi Mix II est fait régulièrement 
afin de faciliter la lyse des tissus. Ensuite, 200µl de tampon AL sont ajoutés et la 
solution est mélangée vigoureusement à l’aide du vortex pendant 15 secondes. Le 
mélange est ensuite mis dans l’incubateur à 55°C pour un autre 10 minutes. 
Finalement, il faut ajouter 200µl d’éthanol 100 % à l’échantillon afin que l’ADN 





Cinq à six plumes ont été prélevées à partir d’oiseaux vivants, sans anesthésie. Les 
plumes utilisées peuvent être en croissance ou des plumes matures. Des plumes 
qui proviennent de la poitrine de l’oiseau sont à privilégier, puisqu’il y a en 
général moins de pigments et de parties kératinisées qui pourraient agir comme 
inhibiteur lors de la PCR. Les plumes sont coupées en petits morceaux afin 
d’accélérer leur digestion. Par la suite, elles sont mises dans un tube de 
microcentrifugation de 1,5ml avec 300µl de tampon ATL, 20µl de protéinase K et 
20µl de DTT (dithiothréitol) à 1 molaire. Le tout est homogénéisé à l’aide d’un 
mélangeur (Thermolyne, Vortex, Maxi Mix II, Fisher, Dubuque Iowa, É-U) 
pendant 15 secondes. Le tube est placé dans un incubateur (Thermolyne type 
16500 dri-bath, Fisher, Dubuque Iowa, É-U) à 55°C jusqu’à ce que les plumes 
soient complètement lysées (de une à douze heures environ). Durant cette 
incubation, un brassage à l’aide du mélangeur Maxi Mix II est fait régulièrement 
afin de faciliter la lyse. Ensuite, 300µl de tampon AL sont déposés dans le 
mélange et la solution est brassée vigoureusement à l’aide du vortex pendant 15 
secondes. Le mélange est mis dans un autre incubateur, cette fois-ci à 70°C pour 
un autre 10 minutes en brassant à l’aide du vortex de temps en temps. Finalement, 
il faut ajouter 150µl d’éthanol 100 % à l’échantillon et mélanger. Les outils utilisés 
pour couper les plumes sont lavés entre chaque échantillon d’oiseau afin d’éviter 
les contaminations. Le lavage est effectué avec 2 passages d’environ 15 secondes 
dans de l’eau de Javel commerciale, suivi de deux passages de 15 secondes à l’eau 
distillée. Les instruments sont ensuite rincés avec de l’éthanol 100 % pour un 






Il est possible d’extraire l’ADN génomique des oiseaux à partir de leurs 
excréments. Pour ce faire, nous avons utilisé une trousse commerciale de 
QIAGEN (QIAamp DNA Stool Mini kit, Qiagen sciences, Cat.No.51504, 
Maryland 20874, É.-U.) et le protocole fourni avec la trousse. Les fèces sont tout 
d’abord pesées afin de s’assurer qu’il y en ait entre 180mg et 220mg. Elles sont 
ensuite déposées dans un tube de microcentrifugation de 2ml avec 1,6ml de 
tampon ASL et ce mélange est brassé grâce à un vortex pour un minimum d’une 
minute afin de l’homogénéiser. La solution homogène est ensuite centrifugée à 
14 000 RPM (20 817 RCF) pour une minute et 1,4ml de surnageant est pipetté et 
déposé dans un nouveau tube de microcentrifugation de 2ml. Une tablette 
d’InhibitEX est ajoutée au surnageant et le tout est mélangé grâce à un vortex 
continuellement pendant une minute, immédiatement après l’ajout. Par la suite, la 
suspension est incubée à température pièce pour une minute afin que tous les 
inhibiteurs contenus dans les fèces soient adsorbés par l’InhibitEX. À la suite de 
l’incubation, une autre centrifugation est effectuée durant 3 minutes à vitesse 
maximale pour que l’InhibitEX et les particules de fèces se déposent au fond du 
microtube. Tout le surnageant est alors pipetté et déposé dans un nouveau tube de 
microcentrifugation de 1,5ml puis centrifugé de nouveau durant trois minutes à 
vitesse maximale. Dans un tube de 2ml neuf 600µl de surnageant sont ajoutés à 
25µl de protéinase K puis 600µl de tampon AL y sont insérés. Le tout est passé au 
mélangeur (Thermolyne, Vortex, Maxi Mix II, Fisher, Dubuque Iowa, É-U) 
pendant 15 secondes, puis le tube est placé dans un incubateur (Thermolyne type 
16500 dri-bath, Fisher, Dubuque Iowa, É-U) à 70°C pendant 10 minutes. Durant 
cette incubation, un brassage à l’aide du mélangeur Maxi Mix II est fait 
régulièrement afin de faciliter la lyse. Ensuite, 600µl d’éthanol 100 % sont déposés 
dans le mélange et la solution est brassée vigoureusement à l’aide du vortex 




1.5 Membrane fœtale  
Il est possible d’extraire l’ADN génomique des oisillons à partir de leurs coquilles 
(figure 4). Pour ce faire, les membranes qui se situent à l’intérieur de la coquille 
sont minutieusement prélevées à l’aide d’une pince à tissus stérile. Les membranes 
sont déchiquetées en petits morceaux afin de faciliter leur digestion. Elles sont 
ensuite pesées afin de s’assurer qu’il y en ait entre 15mg et 30mg. Par la suite, les 
membranes fœtales sont séparées en quatre parts environ égales et elles sont 
déposées dans quatre tubes de microcentrifugation de 1,5ml avec 300µl de tampon 
ATL, 20µl de protéinase K et 20µl de DTT (dithiothréitol) à 1 molaire dans chacun 
de ces tubes. Le tout est mélangé à l’aide d’un mélangeur (Thermolyne, Vortex, 
Maxi Mix II, Fisher, Dubuque Iowa, É-U) pendant 15 secondes. Les tubes sont 
placés dans un incubateur (Thermolyne type 16500 dri-bath, Fisher, Dubuque 
Iowa, É-U) à 55°C jusqu’à ce que les membranes soient complètement lysées 
(environ une à deux nuits entières). Durant cette incubation, un brassage à l’aide 
du mélangeur Maxi Mix II est fait régulièrement afin de faciliter la lyse. Par la 
suite, les quatre tubes de microcentrifugation sont centrifugés à vitesse maximale 
(14 000 RPM (20 817 RCF)) pendant 10 secondes afin que les membranes fœtales 
qui n’ont pas été digérées se retrouvent au fond. Le surnageant est récoltés et remis 
dans quatre nouveaux tubes de microcentrifugation de 1,5ml. Ensuite, 300µl de 
tampon AL sont déposés dans le mélange de chacun des tubes et les solutions sont 
brassées vigoureusement à l’aide du vortex pendant 15 secondes. Les mélanges 
sont mis dans un autre incubateur à 70°C pour 10 minutes supplémentaires en 
brassant à l’aide du vortex de temps en temps. Finalement, 150µl d’éthanol 100 % 
sont ajoutés à chacun des tubes d’échantillons, puis mélangés.  
 





1.6 Procédure commune 
Dans tous les cas, que ce soit un échantillon de sang, de tissu, de plumes, de 
membranes fœtales ou de fèces, il y a une procédure commune qui suit les 
manipulations énumérées précédemment. Tout d’abord, le mélange obtenu est 
déposé dans une mini-colonne d’isolation, puis cette dernière est placée dans une 
centrifugeuse (Eppendorf centrifuge 5417C) pendant une minute à une vitesse de 
8000 RPM (6797 RCF). Le liquide dans le tube collecteur est jeté et 500µl de 
tampon AW1 sont ajoutés à la colonne d’isolation. Le tout est centrifugé à 
nouveau pendant une minute à 8000 RPM (6797 RCF). La même procédure est 
répétée une deuxième fois, en retirant d’abord le liquide du tube collecteur. De la 
même manière, le liquide dans le tube collecteur est jeté et 500µl de tampon AW2 
sont ajoutés à la colonne d’isolation, puis le tout est centrifugé une minute à 
14 000 RPM (20 817 RCF). Cette dernière opération est également répétée une 
deuxième fois, mais la durée de la deuxième centrifugation est de trois minutes. La 
mini-colonne, après que le tube collecteur soit vidé, est centrifugée une autre fois 
pendant une minute à 14 000 RPM (20 817 RCF) afin d’assécher le plus possible 
la colonne d’isolation de l’ADN. Les tampons AW1 et AW2 servent à éliminer les 
impuretés retrouvées dans l’échantillon. Par la suite, afin d’éluer l’ADN 
génomique, 50µl de tampon AE sont ajoutés à la mini-colonne. Après 10 minutes 
d’incubation, la mini-colonne est centrifugée à 8000 RPM (6797 RCF) et le 50µl 
de solution d’ADN est récupéré. Pour les plumes, 40µl de tampon ATE sont 
utilisés pour éluer l’ADN à la place du tampon AE. De plus, il est à noter que 
certains pigments de plumes peuvent passer au travers de la mini-colonne et agir 
comme inhibiteur de la PCR. Il est donc très important de centrifuger l’élution à 
14 000 RPM (20 817 RCF) pendant une minute afin que les pigments atteignent le 





2. CHD-Z et CHD-W 
2.1 PCR 
Deux amorces, P2 et P8, sont utilisées afin d’amplifier le fragment du gène CHD à 
la fois pour le chromosome W et le chromosome Z. Les deux amorces, DIA194 
(P2) et DIA195 (P8), ont été prises dans un rapport précédent (Griffiths et coll., 
1998). Leurs séquences respectives sont 5’-TCTGCATCGCTAAATCCTTT-3’ 
pour l’amorce anti-sens (P2) et 5’- CTCCCAAGGATGAGRAAYTG-3’ pour 
l’amorce sens (P8) où le R peut être soit un A ou un G et le Y, un T ou un C. 
L’amplification par PCR est exécutée dans un volume de réaction de 100µl. 
Chaque solution contient 10µl de tampon 10X, 1µl d’enzyme (HotStartaq Plus 
DNA Polymerase, Qiagen GmbH, Hilden, RFA), 1µl de dNTPs (25 mM), 1 µl de 
chacune des deux amorces (20mM), environ 100ng d’ADN génomique et le reste 
de la solution est comblée en eau. Par la suite, la solution de réaction est mise dans 
un thermocycleur (Applied biosystem - GeneAmp® PCR System 9700, 
Singapour, Asie) selon les conditions suivantes : 95°C durant cinq minutes, 45 
cycles à 48°C pour une minute, 72°C pour 45 secondes, 95°C pour 30 secondes et 
finalement, à 72°C pour 7 minutes. Il est à noter qu’une amorce anti-sens 
différente a été utilisée pour le CHD-W du perroquet Meyer (Poicephalus meyeri) 
femelle soit DIA275 ; 5’-GC TAAATCCTTTAATCTTTTCG-3’. En effet, le 
perroquet Meyer détient trop de différence au sein de sa séquence ce qui ne 
permettait pas son amplification avec les amorces standards. 
Deux autres amorces ont été désignées afin de faire l’amplification d’un segment 
du gène CHD plus long. Ces séquences d’amorces sont 5’-GTTACTGATT 
CGTCTACGAGA-3’ pour l’amorce sens 2550F (DIA365) et 5’-ATTGAAATG 
ATCCAGTGCTTG-3’ pour l’amorce anti-sens 2718R (DIA366) permettant 
l’amplification d’un fragment d’environ 650 pb compris entre les exons 17 et 18 




volume de réaction de 100µl tel que décrit précédemment pour les amorces P2 et 
P8. Par la suite, la solution de réaction est mise dans un thermocycleur (Applied 
biosystem - GeneAmp® PCR System 9700, Singapour, Asie) selon les conditions 
suivantes : 95°C durant cinq minutes, 45 cycles à 48°C pour une minute, 72°C 
pour 3 minutes, 95°C pour 30 secondes et finalement, à 72°C pour 7 minutes. 
Subséquemment, 20µl de la solution de réaction, amplifiée par PCR, avec 5µl de 
coloration « upper », 25 % de bleu de bromophenol et 30 % de glycérol dans de 
l’eau sont déposés sur un gel d’agarose 1 % et le tout migre grâce à un appareil à 
électrophorèse (Thermo Scientific Owl EasyCast™ Minigel System B2). Le gel 
est ensuite visionné grâce à un appareil à rayonnement UV (FOTODYNE 
incorporated ; Foto/convertible, Maryland, É.-U.) afin de confirmer la présence du 
segment d’environ soit 350 pb ou d’environ 650 pb voulu selon les amorces 
utilisées.  
Le produit de PCR est ensuite purifié grâce à un kit de purification QIAGEN 
(QIAamp DNA Mini Kit, Cat.No.51304, Qiagen Sciences, Maryland, É.-U.). Puis, 
80µl de produit de PCR sont mélangés à 400µl de tampon PB dans un tube 
eppendorf de 1,5ml. Le mélange est ensuite déposé sur une colonne d’isolation et 
centrifugé une minute à 14 000 RPM (20 817 RCF). Une fois le liquide retiré du 
tube collecteur, 750µl de tampon PE sont mis sur la colonne et centrifugés une 
minute à nouveau. Une autre centrifugation est ensuite effectuée à la suite du 
retrait du liquide du tube collecteur afin d’assécher la colonne d’isolation de 
l’ADN. La colonne est ensuite déposée dans un nouveau tube eppendorf de 1,5 ml 
pour pouvoir y éluer l’ADN avec 50µl de tampon EB. Après 10 minutes d’attente 
minimum, le tout est centrifugé à 8000 RPM (6797 RCF) une minute. 
Une réaction de séquençage est faite à partir de 25 à 40ng d’ADN avec la trousse 
« Big Dye Termination V.3.1 Cycle Sequencing Kit » (Applied Biosystems Foster 
City, California, É.-U.) selon le protocole de la compagnie. La solution est ensuite 
mise sur un appareil de séquençage (3500 Genetic Analyzer ; Applied 




gène en question est visible grâce aux différentes fluorescences des acides 
nucléiques. Les mêmes amorces P2 et P8 sont utilisées pour le séquençage. 
Lorsqu’il s’agit d’un mâle, la séquence du fragment CHD-Z voulu est bien visible. 
De ce fait, une comparaison de la séquence obtenue avec l’amorce sens et celle 
obtenue avec l’anti-sens est faite afin d’avoir une séquence consensus. Par contre, 
lorsqu’il s’agit d’une femelle, les deux séquences CHD-Z et CHD-W se 
chevauchent. Afin de pouvoir séparer ces deux séquences, un sous-clonage 
(ligation à un plasmide suivi par une transformation bactérienne) est effectué. 
2.2. Sous-clonage (ligation et transformation) 
L’ADN du fragment du gène CHD obtenu par PCR doit être inséré à l’intérieur 
d’un plasmide p-Drive (QIAGEN PCR cloning Kit, Cat. No. 231124, Qiagen 
GnBH, Hilden, RFA) ce qui permet une séparation des séquences CHD-Z et CHD-
W. Pour ce faire, 1µl de plasmide p-Drive, 4µl du produit de PCR obtenu ainsi que 
5µl d’un enzyme (ligation master mix 2x) sont mélangés ensemble et le tout est 
incubé à 16°C durant toute une nuit.  
Ensuite, il faut effectuer une transformation afin de pouvoir inclure le plasmide 
avec l’insertion à l’intérieur d’une population de bactéries XL-1-Blue (E.coli K12) 
à 108 cellules/ml (Stratagen). Tout d’abord, la population de bactéries est dégelée 
et environ 96µl sont mis avec le produit de la ligation dans un tube eppendorf de 
1,5ml. Après avoir passé 30 minutes dans la glace, la solution de bactéries et de 
plasmides subit un choc thermique à 42°C pendant 90 secondes puis elle est 
retournée sur glace pendant deux minutes. Ces manipulations permettent de 
faciliter l’entrée des plasmides dans les cellules bactériennes. Afin de permettre 
aux bactéries de se multiplier, 800µl de milieu de culture LB («Lysogeny Broth» 
aussi dit «Luria-Broth») sont ajoutés à la solution et cette dernière est incubée avec 
agitation à 37°C pendant une heure. LB est composé de 10g de Bacto-tryptone 




yeast extract (Becton, Dickinson and Company, Cat. No. 0127-17, Spark É.-U.) et 
10g de NaCl dans un litre d’eau (Laboratoire MAT inc.).  
Par la suite, la solution est centrifugée et seulement environ 150µl de LB, avec le 
culot contenant les bactéries, sont utilisés pour ensemencer un pétri. Ce dernier est 
composé de 2,5ml de LB Agar (LB + 15g/L de Bacto-agar (Becton, Dickinson and 
Company, Cat. No. 214 010, Spark É.-U.)) et d’un antibiotique, la kanamycine à 
50µg/ml (Gibco Life Technologies). La présence du plasmide p-Drive permet la 
résistance à la kanamycine. De ce fait, seules les bactéries détenant un plasmide 
survivent sur ce milieu de culture. De plus, au moment de l’ensemencement, 40µl 
de galactoside X-Gal à 20mg/ml (Bio 101 system, lot# 4063-102-R20578) sont 
ajoutés afin de permettre la discrimination entre les plasmides détenant une 
insertion et ceux qui n’en ont pas. L’insertion est incluse à l’intérieur d’une 
séquence codant pour la β-galactosidase, ce qui empêche sa synthèse. La β-
galactosidase permet d’hydrolyser le X-Gal libérant ainsi sa partie indolique qui 
formera par oxydation un composé bleu. En d’autres termes, les bactéries détenant 
un plasmide avec une insertion n’auront pas de coloration puisque l’insertion 
empêche la synthèse du β-galactosidase (colonies blanches). De plus, 4µl d’IPTG 
à 200mg/ml (Stratagen, lot #LC12) sont ajoutés afin d’induire la production de la 
protéine au moment désiré (active la transcription). Il est à noter que le pétri est 
ensemencé devant une flamme afin d’éviter toute forme de contamination. De la 
même manière, les cellules sont étendues à l’aide d’un patin d’ensemencement 
passé dans l’éthanol 100 % puis dans la flamme.  
Suite à cette opération, le pétri ensemencé est incubé toute la nuit à 37°C. Le 
lendemain, cinq colonies de bactéries blanches (non colorées) sont piquées à l’aide 
d’un petit bâton de bois stérile. Chacune d’entre elles est mise dans une solution de 
LB et de kanamycine (3ml LB + 15µl de kanamycine à 50µg/ml) et remise dans 




2.3 Extraction des plasmides 
Pour permettre l’extraction des plasmides des bactéries, il faut utiliser un kit mini-
prep de QIAGEN (QIAprep spin Miniprep, Cat.No. 27106, Qiagen Sciences, 
Hilden, RFA) suivant les instructions de la compagnie. Suite à l’incubation, la 
solution obtenue précédemment est centrifugée (20 secondes à 10 000 RPM (10 
621 RCF)) et seulement le culot contenant les bactéries est conservé. Le culot est 
ensuite remis en solution avec le tampon P1. Puis, l’ajout de 250µl de tampon P2 
et de 350µl de tampon N3 permet le bris de la membrane cellulaire des bactéries 
libérant ainsi le plasmide. La solution est ensuite mise à centrifuger 10 minutes à 
13 000 RPM (17 949 RCF) afin que les plasmides restent en solution et les 
membranes cellulaires se retrouvent dans le culot. Le surnageant est par la suite 
déposé sur une colonne QIAprep allant sur une source aspirante « vacuum 
source » de QIAGEN (QIAvac 24 Plus vacuum manifold). Afin de laver la 
colonne, 750µl de tampon PE sont ajoutés et le vide est fait de nouveau pour 
assécher la colonne. La colonne est ensuite déposée dans un tube à 
microcentrifugation pour centrifuger une minute à 8000 RPM (6797 RCF). Afin 
d’éluer l’ADN, 50µl de tampon EB sont ajoutés à la mini-colonne et cette dernière 
est centrifugée à 8000 RPM (6797 RCF) une minute après 10 minutes d’attente 
minimum.  
Puis, chaque échantillon est séquencé avec l’amorce P8 afin de trouver la séquence 
du fragment du gène CHD-W (le Z ayant été trouvé grâce au mâle de la même 
espèce). Si la séquence CHD-W ne sort pas avec les premières 5 colonies 
bactériennes, 5 autres colonies sont piquées et leur plasmide est séquencé tel que 
décrit ci-haut. La séquence de CHD-W isolée est séquencée avec l’amorce anti-
sens (P2). Une comparaison de la séquence obtenue avec l’amorce sens et celle 






Les séquences sont analysées et corrigées au besoin grâce à des programmes de 
bio-informatique. Le programme « 4Peaks » est utilisé afin de visionner les 
séquences d’ADN amplifiées par PCR. Ces séquences sont ensuite éditées dans un 
fichier qui permet l’analyse de la séquence d’ADN. Ceci permet de vérifier la 
véracité selon les pics de base azotés. Certaines erreurs peuvent être commises par 
le système d’analyse compris dans le programme notamment lorsqu’il y a des 
bulles d’air dans le système ou lorsque deux bases azotées se superposent. L’œil 
humain permet de mieux déceler ces erreurs et nous permet de les corriger au 
besoin. Pour faire cette correction, le programme « Serial Cloner » est utilisé. Ce 
logiciel de biologie moléculaire permet de mettre les séquences d’ADN sous 
forme « FASTA » ce qui permet de lire, de créer et de modifier ces séquences au 
besoin. Les nouvelles séquences consensus de CHD-Z et CHD-W, isolées et 
corigées, sont par la suite déposées dans une banque de données génétiques 
« GenBank ». 
Chaque séquence CHD-Z et chaque séquence CHD-W ont été comparées entre 
elles. L’homologie des séquences a été effectuée avec le programme « Serial 
Cloner » pour tous les CHD-Z et tous les CHD-W de chaque espèce. À l’aide du 
même programme, le CHD-Z et CHD-W de la même espèce a également été 
comparé afin d’identifier le pourcentage d’homologie des séquences. Les 
moyennes d’homologies et de longueurs des séquences ont été calculées selon la 
formule suivante : somme des valeurs des pourcentages d’homologie et des 
longueurs des séquences divisés par le nombre de valeurs. Chacune des moyennes 
et chacun des écarts-types ont été calculés à partir du logiciel Excel. Un modèle 
linéaire à deux facteurs a été utilisé afin de comparer les différentes longueurs de 
fragments amplifiés. Pour ce faire, la moyenne de longueur des fragments CHD-Z 
et CHD-W entre les différents ordres soit les Accipitriformes, les Falconiformes, 
les Psittaciformes et les Strigiformes a été utilisée. Ce même modèle a également 
permis de comparer la longueur moyenne des fragments CHD-Z et W au sein d’un 




contrastes ont permis de tester les différentes hypothèses en ajustant le seuil alpha 
de chaque comparaison à la baisse avec la méthode séquentielle de Benjamini-
Hochberg. De la même manière, pour l’homologie des fragments, un modèle 
linéaire à deux facteurs a également été utilisé, soit l’ordre (4) et le type de 
fragment (Z, W et Z/W). Les variances inégales entre les ordres ont été prises en 
compte. Des contrastes a priori ont été faits afin de tester les différentes 
hypothèses en ajustant le seuil alpha de chaque comparaison à la baisse avec la 






3.1 PCR  
À partir de l’ADN génomique extrait de chaque espèce, une amplification par PCR 
est exécutée pour identifier précisément de l’espèce. La plupart des études 
précédentes utilisent des amorces qui amplifient un fragment de COX-1 de 
seulement 694 pb (Ivanova et coll., 2007). Au cours de cette étude, de nouvelles 
amorces ont été crées afin d’obtenir une séquence plus longue soit de 944 paires de 
bases (Amer et coll., 2013). Ce sont les amorces aCOI-1L (DIA406) et aCOI-H 
(DIA407) qui sont utilisées pour l’amplification de cette nouvelle séquence plus 
longue. Leurs séquences respectives sont 5’-AACCACAAAGAYATYGGCA-3’ 
pour l’amorce sens et 5’-GGNGGGTCTCATTTRAT-3’ pour l’amorce anti-sens. 
Les Y représentent les bases azotées C ou T, le N représente soit A, C, G ou T, et 
finalement le R indique les bases azotées A et G. L’amplification par PCR est 
exécutée dans un volume de réaction de 100µl. Chaque solution contient 1µl 
d’enzyme (HotStartaq Plus DNA Polymerase, Qiagen GmbH, Hilden, RFA), 1µl 
de dNTPs (25mM chaque), 10µl de tampon 10X (fourni par la compagnie Qiagen 
dans la trousse HotStartTaq Plus, Maryland, É.-U.), 1 µl de chacune des deux 
amorces (20mM), environ 100ng d’ADN génomique et le reste de la solution est 
comblé par l’eau. Par la suite, la solution de réaction est mise dans un 
thermocycleur (Applied Biosystem - GeneAmp® PCR System 9700, Singapour, 
Asie) selon les conditions suivantes : 95°C durant cinq minutes, 5 cycles à 95°C 
pour une minute, 45°C pour une minute, 72°C pour 30 secondes, suivi par 35 
cycles à 95°C pour une minute, 51°C pour une minute, 72°C pour une minute et 
finalement, 1 cycle à 72°C pour 5 minutes. Quelques séquences ont tout de même 
dû être séquencées pour seulement 694 pb. Les amorces BirdF1 (DIA143) et 
BirdR1 (DIA144) sont utilisées pour l’amplification de ces séquences (Hébert et 




pour l’amorce sens (BirdF1) et  5’-ACGTGGGAGATAATTCCAAATCCTGG-3’ 
pour l’amorce anti-sens (BirdR1). L’amplification par PCR est exécutée dans un 
volume de réaction de 100µl et la solution de réaction est mise dans un 
thermocycleur tel que décrit précédemment.  
Ensuite, comme pour le gène CHD, 20µl de la solution de réaction avec 5µl de 
coloration « upper » (25 % de bleu de bromophénol et 30 % de glycérol dans de 
l’eau) sont déposés sur un gel d’agarose 1 % et le tout migre grâce à un appareil à 
électrophorèse (Thermo Scientific Owl EasyCast™ Minigel System B2) afin de 
confirmer la présence du segment de 944 pb ou de 694 pb voulu grâce à un 
appareil UV. Le produit de PCR est ensuite purifié grâce à un kit de purification 
QIAGEN (QIAamp DNA Mini Kit, Cat.No.51304, Qiagen Sciences, Maryland, 
É.-U.), selon le protocole du manufacturier décrit précédemment.  
Une réaction de séquençage est effectuée de la même manière que ce qui a été 
décrit précédemment à la section 2.1. La réaction de séquençage est mise sur un 
appareil de séquençage avec l’amorce DIA406 pour le fragment de 944 pb et avec 
l’amorce DIA143 pour le fragment de 694 pb. La séquence est ensuite comparée à 
celles déjà disponibles sur NCBI. Lorsque la séquence de 944 pb ne s’y trouve pas, 
un séquençage est effectué avec l’amorce anti-sens DIA407, ainsi que les amorces 
sens DIA478 (5’-TGATTCTTCGGMCACCCAGAAGT-3’ ou le M représente A 
ou C) et anti-sens DIA479 (5’- GGAAGTAGTCAGAAGCTTATGTTG -3) pour 
obtenir correctement le début et la fin des séquences à l’aide du programme 
« Serial Cloner ». Avec les amorces DIA406 et DIA407, il est difficile d’obtenir la 
séquence complète par le séquenceur puisque 944 paires de bases est à la limite de 
ce qu’il peut lire. Une comparaison des séquences alors obtenues avec les amorces 
sens et anti-sens, DIA478 et DIA479, est faite afin d’avoir une séquence consensus 
pouvant être éventuellement déposé dans la banque de gènes internet (NCBI : 
GenBank, Nucleotide). En ce qui concerne les séquences amplifiées pour 694 pb, 
c’est l’amorce sens DIA143 et l’amorce anti-sens DIA144 qui sont utilisés pour le 




4. Phylogénie  
4.1  Les gènes du projet 
Trois gènes qui agissent de façon différente au sein du génome d’un individu sont 
étudiés dans ce projet. L’ADN génomique qui code pour le gène CHD-Z, chez le 
mâle, est diploïde. Le fait d’être diploïde augmente la stabilité génétique. La partie 
utilisée pour le sexage inclut une partie minoritaire codante (exons 23 et 24) et une 
partie plus grande (entre 57 et 60 %) qui est non codante (intron 23-24). La partie 
codante est moins sensible aux mutations en lien avec le code génétique. Par 
contre, la partie non codante est davantage sujette aux mutations. L’ADN 
génomique qui code pour le gène CHD-W chez les femelles est pour sa part 
monoploïde, c’est-à-dire présent en un seul exemplaire. Ceci augmente le risque 
que les mutations soient préservées. Tout comme le CHD-Z, la partie utilisée pour 
le sexage est majoritairement non codant (entre 57 et 60 %) ce qui implique que 
les séquences sont moins bien conservées et que le risque de mutations soit alors 
plus grand. L’ADN mitochondrial du gène COX-1 utilisé pour l’identification 
d’espèce est monoploïde et il est entièrement codant. Le fait que ces séquences 
soient monoploïdes augmente le risque que les mutations soient conservées. Par 
contre, les séquences sont codantes, contrairement aux séquences CHD utilisées, 
ce qui favorise la conservation des bases azotées. 
4.2  Bio-informatique 
Afin de pouvoir effectuer un rapprochement entre les différentes espèces 
d’oiseaux, un système de bio-informatique a été utilisé pour cette étude. Il s’agit 
de « Clustal Omega »  de EMBL-EBI (Sievers et coll., 2011), une méthode qui 




séquences obtenues ont été identifiées grâce à un code standard de nomination 
(soumission en mode « FASTA ») ; un exemple de soumission en mode 
« FASTA » est le suivant : >A.chloroptera ?organism= Ara chloroptera, Green 
Wing Macaw COX-1? ; suivi de la séquence. La méthode « Clustal Omega » est 
une méthode d’alignement qui calcule une matrice de similarité à partir de 
séquences nucléotidiques. La comparaison de plusieurs séquences, paire par paire, 
est faite selon un algorithme de type « Needleman-Wunsc ». Cet algorithme 
permet la recherche du meilleur alignement global afin de construire un arbre 
phylogénique selon la matrice qui en résulte (Tagu et Risley, 2010). Les séquences 
des gènes d’une espèce qui ont un alignement qui est très proche génétiquement 
d’une autre espèce laisseraient croire que ces deux espèces proviendraient d’un 
même descendant. Le site « Clustal Omega » effectue un arbre phylogénétique 
sous le format « Newick ». Le « New Hampshire Tree Format » aussi appelé 
« Newick tree format » est une façon de présenter les données phylogéniques dans 
des parenthèses imbriquées. Les espèces sœurs ainsi que les groupes d’espèces 
frères sont réunis dans une même parenthèse. Ils sont tous séparés par des virgules 
(,) et les parenthèses sont terminées par un point-virgule (;). De plus, la longueur 
des branches qui séparent les divers groupes d’animaux (un groupe = un nœud) 
peut être spécifiée par deux points (:) qui sont suivis du chiffre désignant la 
longueur de la branche (Clustal Omega, s.d.). 
Afin d’avoir un arbre qui est plus visuel, le site internet « Phylodendron-
Phylogenetic tree printer »1 a été utilisé. Cette application permet de dessiner des 
arbres phylogénétiques qui peuvent servir en biologie évolutive. Cet arbre 
schématisé permet de montrer des relations d’homologie génétique entre les gènes 
des divers groupes d’oiseaux. Chaque point de contact entre deux branches (les 
nœuds) représente un ancêtre commun entre deux espèces. Afin de pouvoir 
concevoir un arbre phylogénétique, cette application a besoin de données sous 
forme « New Hampshire Tree Format », qui est obtenue grâce à « Clustal Omega » 
décrit ci-haut.  
	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  	  




4.3  Individus utilisés  
Les espèces utilisées lors de ce projet sont celles qui sont communément 
rencontrées en clinique vétérinaire au Québec ou ce sont des espèces qui sont 
indigènes au Québec susceptibles d’être vues par des vétérinaires de la faune. 
L’ordre des Accipitriformes est représenté dans ce projet par 16 espèces. Treize de 
ces espèces font partie de la famille des Accipitridés, dont 3 des 15 espèces 
existantes du genre Accipiter (A. cooperii ; A. striatus ; A. gentilis), 6 des 29 
espèces du genre Buteo (B. jamaicensis ; B. lineatus ; B. platypterus ; B. lagopus ; 
B. regalis ; B. swainsoni), une seule représentante du genre Haliaeetus (H. 
leucocephalus) sur les 10 espèces existantes, une seule espèce du genre Circus (C. 
cyaneus) sur les 16 espèces totales, une du genre Parabuteo (P. unicinctus) sur les 
2 espèces existantes et une du genre Aquila (A. chrysaetos) sur les 11 espèces en 
tout du même genre. Deux espèces des Accipitriformes font partie de la famille 
des Cathartidés, dont une sur les trois espèces du genre Cathartes (C. aura) et la 
seule représentante du genre Coragyps (C. atratus). Finalement, une seule espèce 
de la famille des Pandionidés du genre Pandion (P. haliaetus) fait partie de cette 
étude.  
L’ordre des Strigiformes est, quant à elle, représenté dans ce projet par 11 espèces 
divisées en deux familles. La première famille, les Tytonidés, est présentée par une 
seule espèce du genre Tyto (T. alba) sur les 15 espèces de ce genre. La deuxième 
famille, les Strigidés, comprend 10 espèces dans cette étude, dont 2 sur 6 espèces 
totales du genre Asio (A. otus ; A. flammeus), 3 sur 19 espèces du genre Bubo (B. 
scandiacus ; B. virginianus ; B. bubo), 2 sur 21 espèces du genre Strix (S. varia ; 
S. nebulosa), une des 6 espèces du genre Aegolius (A. acadicus), une des 25 
espèces du genre Megascops (M.asio) et finalement la seule espèce du genre 
Surnia (S.ulula).  
Les Falconiformes sont représentés par une seule famille dans ce projet, les 




peregrinus ; F. rusticulos : F. sparverius ; F. biarmicus ; F. cherrug ; F. 
colombarius).  
L’ordre des Psittaciformes a contribué au développement de cette thèse grâce à 27 
espèces faisant partie de deux familles. Parmi celles-ci, on retrouve dans la famille 
des Psittacidés 2 espèces des 9 existantes du genre Agapornis (A. fischeri ; A. 
roseicollis), 4 sur 33 espèces du genre Amazona (A. aestiva ; A. amazonica ; A. 
ochrocephala ; A. viridigenalis), 2 sur 17 espèces du genre Ara (A. chloropterus ; 
A. macao) et 2 sur 6 espèces du genre Aratinga (A. acuticaudata ; A. jandaya). De 
plus, une des 8 espèces existantes du genre Cyanoramphus (C. novaezelandiae), 
une des deux Myopsitta (M. monachus), une des deux Pionites 
(P.melanocephalus), deux des 8 Pionus (P. maximiliani ; P. menstruus), deux des 
10 Poicephalus (P. meyeri ; P. senegalus), une des trois Polytelis (P. anthopeplus) 
et une des trois Primolius (P. maracana) ont également été inclues dans cette 
étude. Pour la famille des Psittacidés toujours, il y avait également un représentant 
des 11 espèces du genre Psittacara (P. leucophthalma), une des deux Psittacus (P. 
erithacus), deux des 24 Pyrrhura (P. frontalis ; P. molinae), une des 4 
Tanygnathus (T. megalorynchos) et une des 13 espèces du genre Trichoglossus (T. 
haematodus). Pour conclure, la famille des Cacatuidés comptait deux espèces des 
11 du genre Cacatua (C. goffiniana ; C. moluccensis).  
Finalement, les espèces, Gallus gallus (Galliformes) et Corvus brachyrhynchos 
(Passériformes), ont également été utilisées comme seul représentant de leur ordre 
respectif.  




Chapitre 3- Résultats 
1. Sexage par séquençage 
1.1  Les séquences  
Le sexage par séquençage présentera une séquence simple chez le mâle tandis 
qu’il y aura superposition des bases azotées chez les individus femelles. Le mâle 
détient deux chromosomes Z ce qui fait en sorte que lors du séquençage, le 
fragment du gène CHD amplifié est le même pour les deux chromosomes. Donc, 
la superposition de ces deux fragments identiques permet l’observation d’une 
séquence qui apparaît simple (homozygote). La femelle détient un chromosome Z 
et un W sur lesquels les gènes CHD n’ont pas les mêmes séquences d’ADN. De ce 
fait, il y aura au séquençage une superposition de deux séquences différentes 
visibles, à la manière d’une hétérozygotie, représentant le CHD-Z et le CHD-W.  
La figure 5 représente un exemple de séquençage du fragment CHD amplifié avec 
les amorces P2 et P8 (Griffiths et coll., 1998). Dans cette figure, il y a un segment 
du fragment du gène CHD amplifié pour le Harfang des neiges (Bubo scandiacus) 
pour le mâle et la femelle. Il est possible d’y voir une simple séquence pour le 
mâle et deux séquences superposées pour la femelle. Cette observation de 
séquençage a été effectuée chez toutes les espèces de perroquets et d’oiseaux de 




	    
 
 
Pour ce qui est des oiseaux de proie, 33 espèces ont été séquencées pour le 
fragment du gène CHD pour un total de 54 oiseaux. Trente de ces oiseaux étaient 
des mâles et 24 des femelles. De la même manière, 27 espèces de perroquets ont 
été utilisées pour le séquençage du gène CHD avec 36 oiseaux en tout. Treize 
d’entre eux étaient des femelles et les 23 autres des mâles. Certains oiseaux utilisés 
ont été nécropsiés, ce qui permet de confirmer le sexe par visualisation des organes 
reproducteurs. Vingt-sept oiseaux de proie (11 femelles et 16 mâles) et les 2 
corneilles (mâle et femelle) ont été sexés à la nécropsie. Parmi tous les oiseaux 
utilisés pour ce projet, 39 étaient des femelles. Trente-sept de ces femelles 
présentaient un chevauchement des séquences qui permettait un sexage par 
séquençage sans difficulté. Par contre, 3 femelles ont présenté une séquence 
simple, le Conure de vieillot (Pyrrhura frontalis), la Buse à queue rousse (Buteo 
jamaicensis) et le Pygargue à tête blanche (Haliaeetus leucocephalus). Le Conure 
de vieillot (Pyrrhura frontalis) présentait seulement la séquence CHD-Z. Cet 
oiseau a pu être sexé correctement grâce à l’utilisation du sous-clonage qui a 
permis d’isoler la séquence CHD-W. Pour la Buse à queue rousse (Buteo 
jamaicensis), seulement la séquence CHD-W était visible au séquençage. Le sexe 
a été confirmé en comparant avec les séquences disponibles dans les banques de 
Mâle%
Femelle%
Figure 5.	   Séquençage partiel d’un fragment CHD pour Bubo scandiacus. Résultats obtenus suite au 
séquençage du fragment du gène CHD amplifié par les amorces P2 et P8, pour Bubo scandiacus. Mâle à séquence 






données « GenBank », puisque l’homologie était plus près des séquences W. Le 
Pygargue à tête blanche (Haliaeetus leucocephalus) a eu des séquences qui se 
chevauchaient lors d’un premier sexage. Par contre, lors du deuxième, alors qu’un 
sexage de routine était effectué, seule la séquence CHD-W a été mise en évidence.  
Les séquences ci-dessous ont permis le sexage des oiseaux utilisés au cours du 
projet. Les exons 23 et 24 y sont soulignés. Les introns représentent environ 57 % 
à 60 % des séquences CHD amplifiées. On y retrouve les séquences reconnues par 
l’enzyme de restriction HAEIII (GGCC) (Han et coll., 2009b ; Miyaki et coll., 
1998) surlignées en vert et celles reconnues par l’enzyme DDE1 (CTNAG) 
surlignées en mauve pour chacune des séquences (Miyaki et coll., 1998). Ces deux 
enzymes font partie de celles qui sont utilisées pour le sexage par polymorphisme 
de longueur des fragments amplifiés (AFLP ; section 2.2.2).  
GALLIFORMES 











































































































































































































































































































































































































































































































































































>A.ROSEICOLLIS LUTINO : ORGANISM= AGAPORNIS ROSEICOLLIS LUTINO, ROSY-FACED 
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Quelques séquences ont été obtenues à partir des amorces 2550F et 2718R pour 
amplifier les exons partiels 17 et 18, ainsi que l’intron 17-18 (Fridolfsson et 
Ellegren, 1999). Pour les oiseaux de proie, l’amplification a eu lieu correctement 
pour 13 oiseaux sur les 22 au total. En ce qui concerne les perroquets, une seule 
séquence d’oiseaux sur les 5 testées a été amplifiée adéquatement avec 2550F et 
2718R. Ces séquences de CHD-Z qui ont fonctionné convenablement se 
retrouvent ci-dessous. Les exons 17 et 18 y sont soulignés. 
 
PSITTACIFORMES 
























































































































































1.2  Longueur CHD-Z et -W des fragments séquencés (pb) 
La figure 6 (ci-bas) illustre la moyenne de la longueur des fragments des gènes 
CHD-Z (représentée en vert) et celle de CHD-W (représentée en mauve) pour les 
différents ordres d’oiseaux étudiés. Pour les fragments des gènes CHD-Z, les 
Galliformes (un seul représentant ; Gallus gallus) ont une longueur de 305 pb; les 
Passeriformes (un seul représentant ; Corvus brachyrhyncos) de 312 pb; les 
Strigiformes ont une longueur moyenne de 325 pb avec un écart-type de 4; les 
Accipitriformes de 341 pb (écart-type de 7); les Psittaciformes de 331 pb (écart-
type de 2) et finalement, les Falconiformes ont une longueur moyenne de 360 pb 




est de 335 pb pour le CHD-Z séquencé. En ce qui concerne la moyenne de la 
longueur des fragments des gènes CHD-W, les Galliformes (un seul représentant ; 
Gallus gallus) ont une longueur de 322 pb; les Passeriformes (un seul représentant 
; Corvus brachyrhyncos) de 350 pb; les Strigiformes ont une longueur moyenne de 
336 pb (écart-type de 6); les Accipitriformes de 347 pb (écart-type de 7); les 
Psittaciformes de 361 pb (écart-type de 7); et finalement, les Falconiformes ont 
une longueur moyenne de 383 pb (écart-type de 1). La longueur moyenne pour le 
W, pour toutes les espèces analysées dans cette étude, est de 352 pb et elle est plus 
élevée que celle du CHD-Z pour tous les ordres. La différence entre la longueur 
moyenne des fragments CHD-Z et CHD-W chez les Psittaciformes est plus grande 













Gallus	  gallus	  	   Corvus	  
brachyrhynchos	  
Strigiformes	   Falconiformes	   Accipitriformes	   Psittaciformes	   Moyenne	  Globale	  
Longueur	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Figure 6. Longueur moyenne (pb) des fragments des gènes CHD-Z et CHD-W pour chacun des ordres aviaires 
étudiés. La longueur moyenne des CHD-Z de chacune des espèces est représentée en vert pour chacun des ordres étudiés 
(Galliformes, Passeriformes, Strigiformes, Falconiformes, Accipitriformes et Psittaciformes). La longueur moyenne des 
CHD-W des divers ordres est illustrée en mauve. 

















































La figure 7 (p :87) représente la longueur de la portion du gène CHD-Z et du gène 
CHD-W séquencée à l’aide des amorces P2/P8 pour les différentes espèces 
utilisées dans cette étude. Les différents ordres analysés (Psittaciformes, 
Accipitriformes, Strigiformes et Falconiformes) ont des longueurs de séquences (Z 
et W) qui se rapprochent au sein des espèces du même ordre.  
Les Strigiformes, représentés en vert dans la figure 7, détiennent longueur 
moyenne pour la portion du gène CHD-Z séquencé de 325 pb (figure 6). Parmi 
ceux-ci (N=11), 5 espèces ont des fragments de longueur identique avec 327 pb et 
2 avec 328 pb. Un des oiseaux de cet ordre, Aegolius acadicus, ressort du lot avec 
une longueur de CHD-Z de 316 pb, ce qui entraîne un écart-type à la hausse. Pour 
ce qui est de la portion du gène séquencée de CHD-W (figure 7, en blanc), les 
Strigiformes détiennent une longueur moyenne (voir figure 6) de 336 pb et parmi 
ceux-ci (N=7), 2 espèces ont un fragment identique avec 332 pb et 2 autres avec 
335 pb. Un des oiseaux de cet ordre, Tyto alba, s’éloigne de la moyenne avec une 
longueur du fragment CHD-W amplifié de 347 pb, ce qui est plus près de la 
longueur moyenne pour les Accipitriformes.  
Les Psittaciformes, en jaune dans la figure 7, ont une longueur moyenne du 
fragment CHD-Z de 331 pb (figure 6) dont 9 d’entres eux (N= 27) ont une 
longueur de 331 pb et 13 de 332 pb. Cette fois-ci, deux oiseaux ont une longueur 
de fragment qui s’éloigne de la moyenne et qui augmente encore une fois l’écart-
type. Myiopsitta monachus et Cyanoramphus novaezelandiae ont respectivement 
une longueur de fragment de 322 et 326 pb qui sont des longueurs qui se 
rapprochent plus de l’ordre des Strigiformes. L’écart-type de 2 diminue à 1 sans 
ces deux valeurs. En ce qui concerne la longueur moyenne de fragments CHD-W, 
représentés en blanc dans la figure 7, elle est pour les Psittaciformes de 361 pb 
(voir figure 6). Trois d’entre eux (N= 13) ont une longueur de 358 pb, 3 de 359 pb 
et 3 de 366 pb pour ne nommer que ceux qui ont des longueurs de fragment 




de la moyenne, Pyrrhura frontalis avec une longueur de 379 pb (près de la 
moyenne obtenue pour les Falconiformes).  
Les Accipitriformes, démontrés en bleu dans la figure 7, ont une moyenne de 
longueur de CHD-Z de 341 pb (N=16) (voir figure 6). Ils ont des séquences avec 
des longueurs plus dissemblables, mais tout de même près de la moyenne. En 
effet, deux oiseaux ont une longueur de fragment de 336 pb, deux autres de 
342 pb, deux de 343 pb, trois de 344 pb et finalement deux de 346 pb pour ne 
nommer que ceux qui ont des longueurs similaires. Encore une fois, deux oiseaux 
ont une longueur de fragment qui s’éloigne de la moyenne. Pandion haliaetus et 
Accipiter gentilis détiennent respectivement une longueur de fragment de 322 et 
327 pb, ce qui est plus près des Strigiformes. Sans ces données, l’écart-type passe 
de 4 à 7. Les Accipitriformes ont une longueur moyenne de CHD-W de 347 pb 
(N=13) (voir figure 6). Ils ont des séquences de CHD-W, en blanc dans la figure 7, 
avec des longueurs identiques pour plusieurs espèces (4 = 343 pb et 6 = 344 pb). 
Deux oiseaux ont une longueur de fragment qui s’éloigne de la moyenne : Pandion 
haliaetus et Cathartes aura. Ils détiennent respectivement une longueur de 
fragment de 358 et 366 pb ; plus près des Psittaciformes.  
Finalement, les Falconiformes (en mauve dans la figure 7) détiennent la plus 
grande longueur moyenne de fragments pour le CHD-Z avec une moyenne de 
359 pb (N=6) (figure 6). Le Falco peregrinus détient un fragment de gène de 
333 pb qui se rapproche plus de la moyenne des Psittaciformes que de celle de son 
propre ordre. De plus, les Falconiformes détiennent la plus grande longueur 
moyenne de fragments également pour le CHD-W (en blanc dans la figure 7) avec 
383 pb (N=3 et écart-type de 1).  
Les tests statistiques démontrent qu’il y a plus de variation de longueurs de 
fragments chez les Falconiformes que chez les autres ordres. De plus, il y a une 
différence significative entre les moyennes de longueurs des différents ordres 
comparés entre eux et entre les moyennes de longueurs des fragments Z et W au 












































































































































































































































































































































































































1.3  Homologie CHD-Z et -W des fragments séquencés (%) 
L’homologie entre deux séquences d’ADN est le reflet de la séquence, mais aussi 
de la longueur de la séquence. La figure 8 (p :89) illustre le pourcentage moyen 
d’homologie entre le CHD-Z et le CHD-W d’une même espèce ainsi que le 
pourcentage moyen d’homologie entre tous les Z et tous les W retrouvés pour 
toutes les espèces étudiées des divers ordres aviaires. Le graphique représente les 
espèces séquencées des ordres suivant : Psittaciformes, Accipitriformes, 
Strigiformes et Falconiformes.  
Le pourcentage moyen d’homologie entre la portion du gène CHD-Z et celle du 
CHD-W pour les espèces de l’ordre des Strigiformes est 68,7 % avec un écart-type 
de 2,2 (N=7). Ce même pourcentage est 58,2 % pour les Psittaciformes avec un 
écart-type de 3,22 (N=13), il est 69 % pour les Accipitriformes avec un écart-type 
de 2,1 (N=13) et finalement le pourcentage moyen d’homologie est 55,6 % pour 
les Falconiformes avec un écart-type de 5,3 (N=3). La poule (Gallus gallus) de 
l’ordre des Galliformes détient 42,09 % d’homologie entre son CHD-Z et son 
CHD-W. Pour sa part, la corneille (Corvus brachyrhynchos ; Passériformes) a une 
ressemblance de 54,29 % entre son CHD-Z et son CHD-W. Au total, la moyenne 
d’homologie entre le Z et le W pour toutes les espèces étudiées est de 58 %.  
La moyenne d’homologie des CHD-Z est 96,44 % pour les espèces de l’ordre des 
Falconiformes avec un écart-type de 3,87 (N=6) et il est 95,30 % pour les 
Psittaciformes avec un écart-type de 2,63 (N=27). Pour les Accipitriformes ce 
pourcentage est 92,41 % avec un écart-type de 5,75 (N=16) et il est 96,17 % pour 
les Strigiformes avec un écart-type de 3,52 (N=11). Au total, la moyenne 
d’homologie de tous les CHD-Z chez tous les individus est de 95 %.  
En ce qui concerne le CHD-W, le pourcentage moyen d’homologie est 96,72 % 
pour les espèces de l’ordre des Strigiformes avec un écart-type de 2,55 (N=7) et il 
est 89,14 % pour les Psittaciformes avec un écart-type de 11,45 (N=13). Ce 




écart-type de 10,63 (N=13) et il est 97,74 % pour les Falconiformes avec un écart-
type de 2,5 (N=3). La moyenne d’homologie des CHD-W chez tous les individus 
est de 94 %. Il est à noter que les séquences de CHD-Z ont plus d’homologie entre 
les espèces qu’avec les séquences de CHD-W au sein d’une même espèce. De la 
même manière, les séquences CHD-W détiennent plus d’homologie entre les 
espèces qu’avec les séquences de CHD-Z de la même espèce. 
Les tests statistiques révèlent qu’il y a moins de variation de l’homologie des 
fragments chez les Strigiformes que chez les autres ordres. De plus, il y a une 
différence significative entre les moyennes d’homologie des ordres chez seulement 
quelques-uns d’entre eux. Pour la moyenne d’homologie des fragments CHD-W, il 
y a une différence significative entre les Psittaciformes et les Falconiformes 
(p=0,01) ainsi qu’entre les Strigiformes et les Psittaciformes (p=0,0003). En ce qui 
concerne les moyennes d’homologie des fragments CHD-Z, il n’y a aucune 
différence significative entre les divers ordres étudiés. La moyenne d’homologie 
des fragments CHD-Z et CHD-W a également été comparée au sein de leur ordre 
respectif et une différence significative a été remarquée seulement pour la 
moyenne d’homologie des CHD-Z et CHD-W pour l’ordre des Psitaciformes 
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Figure 8. Pourcentage d’homologie moyen (Z/W, Z et W). L’homologie entre la portion du gène CHD-Z et CHD-W 
est représentée en bleu sous forme de moyenne pour chacun des ordres étudiés (Galliformes, Passeriformes, Strigiformes, 
Falconiformes, Accipitriformes et Psittaciformes). Le pourcentage moyen d’homologie entre les CHD-Z des divers ordres 
est illustrée en mauve tandis que celui du CHD-W qui y est démontrée en vert. 


































































2. Identification des espèces 
2.1 COX-1 
Au cours de ce travail, les séquences de COX-1 ont servi à l’identification 
(vérification) des espèces. Ces séquences ont été obtenues à partir des 
amorces DIA406 et DIA407. Elles ont été soumises dans la banque de données 
« GenBank ». De plus, de nouvelles séquences (N=60) ont été soumises dans 
« GenBank » afin de compléter les banques de données génétiques. Pour tous les 
oiseaux étudiés, les séquences de COX-1 de 944 pb ont été déposées dans 
« GenBank », sauf pour F. rusticolus, pour qui la séquence était déjà présente. Les 
séquences de COX-1 se retrouvent ci-dessous. 
STRIGIFORMES 


































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































































La figure 9 (p.103) présente une séquence du fragment du gène COX-1 de l’Ara 
macao. Une comparaison (« BLAST ») de la séquence a été effectuée avec les 
séquences disponibles sur le site internet « NCBI ». Pour l’Ara macao, cette 
comparaison a mené à une homologie de 100 % avec l’Ara macao (bonne espèce) 
et de 97 % avec l’Ara chloropterus (espèce sœur). Cet exercice d’identification a 
été répété avec toutes les espèces de perroquets et d’oiseaux de proie incluses dans 

















La figure 10 (p.104) représente l’homologie moyenne du gène 
mitochondrial COX-1 (944 pb) pour les espèces séquencées, et ce, pour les 
différents ordres d’oiseaux analysés (Psittaciformes, Accipitriformes, Strigiformes 
et Falconiformes). La moyenne d’homologie pour les espèces de l’ordre des 
Falconiformes est de 94 % +/- 3,94 (N=6). Pour les Psittaciformes, la moyenne 
d’homologie inter-espèces est de 82,19 % +/- 7,33 (N=27). Les 
Accipitriformes détiennent une moyenne d’homologie de fragment de 89,33 % 
avec un écart-type de 3,48 (N=16). Finalement, les Strigiformes ont une moyenne 
de 87,83 % +/- 4,93 (N=11)). Pour tous les ordres, la moyenne d’homologie entre 
les espèces est de 88,34 %. 
 
Figure 9.	   Séquençage d’un fragment COX-1 pour Ara macao. Résultats obtenus 
suite au séquençage du fragment du gène COX-1 amplifié par les amorces DIA143 et 





Figure 10. Homologie moyenne des séquences  COX-1 pour chaque ordre d’espèces aviaires sexées. 
Les Psittaciformes sont représentés en jaune, les Strigiformes en vert, les Falconiformes en mauve et les 





La séquence du fragment du gène CHD-Z de l’Ara macao est présentée dans la 
figure 11 (p.105). Comme pour le gène COX-1, une comparaison (« BLAST ») de 
la séquence a été effectuée avec les séquences disponibles sur le site internet 
« NCBI ». Cette comparaison a permis de démontrer une homologie de 100 % 
avec l’Ara macao (bonne espèce) et de 99 % avec l’Ara chloropterus et l’Arantiga 
acuticaudata. Les séquences de CHD-Z amplifiées et séquencées au cours de ce 
projet n’étaient pas disponibles dans « NCBI » sauf pour celle de la poule qui était 
déjà présente. Ces nouvelles séquences ont été déposées dans « GenBank » afin de 


















Psittaciformes	   Strigiformes	   Falconiformes	   Accipitriformes	   Moyenne	  globale	  









La figure 12 montre, encore une fois pour l’Ara macao, la séquence du fragment 
du gène CHD-W. La comparaison (« BLAST ») de la séquence avec les séquences 
disponibles sur le site internet « NCBI » a permis d’obtenir une homologie de 
100 % avec l’Ara macao (bonne espèce) et une homologie de 99 % avec le 
Pionites melanocephalus et le Pandion haliaetus. Cette dernière espèce fait partie 
de l’ordre des Accipitriformes, contrairement aux autres qui font partie de l’ordre 
des Psittaciformes. Comme c’est le cas pour les séquences CHD-Z, les séquences 
de CHD-W n’étaient pas disponibles dans « NCBI », notamment celle du poulet 
(Gallus gallus) pour qui le génome a été séquencé en 2004 à l’exception du CHD-
W. Ces nouvelles séquences ont donc été déposées dans « GenBank » afin de 
compléter les banques de données génétiques.  
 
Figure 11.	  Séquençage d’un fragment CHD-Z pour Ara macao. Résultats obtenus 
suite au séquençage du fragment du gène CHD-Z amplifié par les amorces DIA194 et 






	    
Figure 12.	   Séquençage d’un fragment CHD-W pour Ara macao. Résultats 
obtenus suite au séquençage du fragment du gène CHD-W amplifié par les amorces 






Les séquences des gènes COX-1, CHD-Z et CHD-W, isolées et amplifiées par 
PCR durant ce projet permettent de faire un rapprochement phylogénique entre 
chacune des espèces. Grâce aux sites internet « Clustal Omega » et « Tree 
phylodendron », un arbre phylogénique a pu être créé à partir du gène 
mitochondrial monoploïde COX-1, du gène nucléaire diploïde CHD-Z et du gène 
nucléaire monoploïde CHD-W afin d’observer le rapprochement génétique entre 
les diverses espèces aviaires. De cette manière, les espèces qui possèdent une plus 
grande homologie des divers gènes entre elles se retrouvent plus près les unes des 
autres. Dans un arbre phylogénique, chacune des espèces parentes sont reliées 
entre elles par une branche. Le lien entre deux branches se nomme le nœud et 
représente un potentiel ancêtre commun entre les deux espèces reliées. Les espèces 
avec un ancêtre commun forment un clade. 
3.1 COX-1 
Le gène COX-1 est, tel que mentionné précédemment, un gène mitochondrial 
monoploïde. Les séquences de COX-1 utilisées dans cette étude sont entièrement 
codantes. Pour le COX-1, il y a très peu de variation des séquences à l’intérieur 
d’une même espèce. C’est pour cette raison que ce gène un bon candidat pour la 
taxonomie des espèces par ADN. Les séquences utilisées pour l’élaboration de 
l’arbre phylogénique de cette étude sont majoritairement d’une longueur de 
944 pb, sauf pour Bubo virginianus, Falco rusticolus, Aratinga jandaya et Tyto 
alba qui ont une longueur de 694 pb. Les données sous format « New Hamphire 
tree format » se retrouvent en Annexe 2.  
La figure 13 (p.108) présente l’arbre phylogénique fait par « Clustal Omega » à 
partir des gènes COX-1 des diverses espèces aviaires identifiées dans ce projet. 




Strigiformes en vert, Falconiformes en mauve, Galliformes en rouge, 
Passeriformes en gris et Psittaciformes en jaune. De plus, les espèces individuelles, 
même ceux qui sont proches génétiquement, sont relativement bien séparées. 
Chacun des ordres sera vu de plus près à l’aide des figures présentées 
ultérieurement. Par contre, il est possible d’estimer la phylogénie profonde à partir 
de cette figure ; les Falconiformes forment un clade avec les vautours du Nouveau 
Monde (Cathartes aura et Coragyps atratus). Ces derniers forment également un 
clade avec les Accipitriformes et les Strigiformes. Les Psittaciformes forment dans 














Figure 13. Arbre phylogénique représentant les gènes COX-1 des oiseaux séquencés en 
fonction de leur proximité génétique. Les Accipitriformes sont représentés en bleu ; les 
Strigiformes en vert ; les Falconiformes en mauve ; les Psittaciformes en jaune ; les Galliformes en 




La figure 14 ci-dessous permet de distinguer les trois familles retrouvées dans 
l’ordre des Accipitriformes et utilisées dans ce projet grâce à leur homologie du 
gène COX-1 (944 pb). Certaines espèces aviaires se retrouvent divisées en familles 
telles que les Cathartidés en vert, les Accipitridés en jaune et le seul représentant 
des Pandionidés en rouge. De plus, certains genres sont regroupés dans cet arbre 
par des cercles bleus dans la figure. C’est le cas des buses (Buteo) (B.platypterus, 
B.lagopus, B.regalis, B.jamaicensis, B.swainsoni et B.lineatus) ainsi que des 








Pour l’ordre des Strigiformes, deux familles se retrouvent dans l’arbre fait à partir 
du gène COX-1 (944 pb et 694 pb pour Tyto alba et Bubo virginianus), celle des 



















Figure 14. Arbre phylogénique représentant les gènes COX-1 des 
Accipitriformes séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les espèces de 
la famille des Accipitridés sont représentées en jaune, les Cathartidés en vert et 
l’individu de la famille des Pandionidés en rouge. Les espèces ayant le même genre 





des trois genres représentés en cercles bleus ; les Asio (A.otus et A.flammeus), les 








La figure 16 présente l’arbre phylogénique des Falconiformes conçu à l’aide du 
gène COX-1 (944 pb et 694 pb pour Falco rusticolus). Une seule famille y est 
démontrée soit celle des Falconidés. De la même manière, un seul genre s’y 














Figure 15. Arbre phylogénique représentant les gènes COX-1 des Strigiformes 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les espèces font partie de la 
famille des Strigidés encerclée en vert et une espèce de la famille des Tytonidés en 











Tel que mentionné précédemment, les perroquets sont séparés en deux mondes 
selon leurs origines géographiques. Il y a donc les perroquets du Nouveau Monde 
(provenant des Amériques) et ceux de l’Ancien Monde (provenant de l’Afrique, de 
l’Australie et de l’Asie). Dans la figure 17, présentée ici-bas, il est possible de 
distinguer ces deux sous-groupes grâce à leur homologie du gène COX-1 séquencé 
pour 944 pb et pour 694 pb (A.jandaya). De la même manière, il est possible de 
séparer les espèces aviaires en divers clades représentés par des cercles bleus. 
Ainsi, parmi les perroquets de l’Ancien Monde (en rouge), on y retrouve les 
Agapornis, communément appelés inséparables (A. roseicollis et A. fisheri), les 
Cacatua (cacatoès) (C.goffina et C.mollucensis) et les Poicephalus (P.meyeri et 
P.senegalus). Les perroquets du Nouveau Monde (en jaune) tels les amazones 
(Amazona amazonica, A.ochrocephala, A.viridigenalis et A.aestiva), les aras (Ara 










Figure 16. Arbre phylogénique représentant les gènes COX-1 des Falconiformes 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Ils font tous partie de la famille 












Le gène CHD-Z est un gène provenant de l’ADN génomique diploïde. La partie 
séquencée d’environ 350 pb est représentée majoritairement (57 à 60 %) par un 
intron (intron 23-24) non codant. Seule une petite partie des exons 23 et 24 est 
séquencée (parties codantes). L’arbre phylogénique généré par « Clustal Omega » 
à partir des gènes CHD-Z des diverses espèces aviaires identifiées est présenté à la 
figure 14. Dans cet arbre, tous les ordres aviaires sont relativement bien séparés ; 
Accipitriformes en bleu, Strigiformes en vert, Falconiformes en mauve, 
Galliformes en rouge, Passeriformes en gris et Psittaciformes en jaune. Il est 
possible d’observer la phylogénie profonde à partir de cette figure. Les 
Falconiformes forment cette fois-ci un clade avec les Galliformes et les 
Passeriformes. Ces derniers forment également un clade avec les Psittaciformes. 
































Figure 17. Arbre phylogénique représentant les gènes COX-1 des perroquets 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les perroquets de l’Ancien 
Monde sont représentés en rouge et les perroquets du Nouveau Monde en jaune. Les 





Nouveau Monde font partie du clade des Accipitriformes. Les données sous format 
« New Hamphire tree format » se retrouvent en annexe 3. Seulement un individu 
n’est pas bien regroupé dans l’arbre (voir figure 20). Chacun des ordres sera vu de 







La figure 19 représente l’arbre phylogénique de l’ordre des Accipitriformes. Le 
pourcentage d’homologie du gène CHD-Z permet de distinguer les trois familles 
retrouvées dans cet ordre. Ces familles sont, les Cathartidés représentés en vert, les 
Accipitridés en jaune et le seul représentant des Pandionidés en rouge. Le membre 
des Pandionidés et les Cathartidés (vautour du Nouveau Monde) forment un clade. 
Certains genres sont regroupés dans cet arbre (cercles bleus) tel que les buses 










Figure 18. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-Z de divers oiseaux 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les Accipitriformes sont 
représentés en bleu ; les Strigiformes en vert ; les Falconiformes en mauve ; les 






que B.platypterus semble être plus rapproché du genre Parabuteo (P.unicinctus) 
que des autres membres du genre Buteo. Les Accipiter ne forment pas un 
regroupement distinct dans cet arbre. A.striatus et A.cooperii se retrouvent 
regroupés avec le genre Circus. 
 




Les deux familles de l’ordre des Strigiformes sont illustrées dans l’arbre fait à 
partir du fragment amplifié du gène CHD-Z séquencé (figure 20). Les Strigidés 
sont encerclés en vert et les Tytonidés, en jaune. Il est possible de distinguer trois 
genres encerclés en bleu. Toutefois, les Asio (A.otus et A.flammeus), qui se 
retrouvent regroupés avec un oiseau du genre Strix et Accipiter gentilis de l’ordre 






















Figure 19. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-Z des 
Accipitriformes séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les espèces de 
la famille des Accipitridés sont représentées en jaune, les Cathartidés en vert et 
l’individu de la famille des Pandionidés en rouge. Les espèces ayant le même genre 





S.nebulosa) ne sont pas rassemblés dans cet arbre. Les Bubo, quant à eux, sont 
regroupés en B.bubo, B.scandiacus et B.virginianus.  
 







La seule famille de Falconiformes utilisée dans ce travail, soit le genre Falco, est 
représentée à la figure 21. Cet arbre phylogénique fût conçu à l’aide des séquences 
du gène CHD-Z.  

















Figure 20. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-Z des Strigiformes 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les espèces qui font partie de la 
famille des Strigidés sont représentées en vert et l’individu de la famille des Tytonidés 
en jaune. Les genres Bubo, Strix et Asio sont encerclés en bleu. De plus, un oiseau de 
l’ordre des Accipitriformes (A.gentilis) se retrouve mélangé avec les Strigiformes et il 










Dans la figure 22, le pourcentage d’homologie des fragments du gène CHD-Z 
séquencé pour environ 350 pb a été utilisé pour produire un arbre phylogéniue 
représentant l’ordre des Psittaciformes. Les Psittaciformes sont séparés en deux 
mondes : perroquets du Nouveau Monde (en jaune) et ceux de l’Ancien Monde (en 
rouge). Diverses familles sont représentées par des cercles bleus. Par exemple, les 
Agapornis (A.roseicollis et A.fisheri), les Cacatua (C.goffina et C.mollucensis) et 
les Poicephalus (P.meyeri et P.senegalus), pour les perroquets de l’Ancien Monde. 
Pour les perroquets du Nouveau Monde, la séparation des genres n’est pas aussi 
bien établie. Les Amazona sont séparés en deux groupes, l’un avec A.amazonica et 
A.viridigenalis, l’autre avec A.ochrocephala et A.aestiva. Les deux groupes sont 
séparés par le groupe des Pyrrhura (P.frontalis et P.molinae) et par Psittacara 
leucophthalma. De la même manière, les Arantiga (A.jandaya et A.acuticaudata) 
sont eux aussi divisés, mais cette fois-ci par Pionites melanocephalus. Les aras 
(A.chloropterus et A.macao) ainsi que les Pionus (P.maximiliani et P.menstruus) 










Figure 21. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-Z des 
Falconiformes séquencés en fonction de leur proximité génétique. Ils font tous 










Le gène CHD-W est un gène monoploïde provenant de l’ADN génomique. La 
partie séquencée est d’environ 350 pb et elle est représentée majoritairement (57 à 
60 %) par une partie non codante, l’intron 23-24. Les exons 23 et 24 sont 
partiellement séquencés (parties codantes). La figure 23 montre l’arbre 
phylogénique résultant des gènes CHD-W des diverses espèces aviaires séquencés 
au cours de cette étude. Tous les ordres aviaires sont partiellement bien séparés ; 
Accipitriformes en bleu, Strigiformes en vert, Falconiformes en mauve, 
Galliformes en rouge, Passeriformes en gris et Psittaciformes en jaune. Il est 
possible d’estimer la phylogénie profonde à partir de cette figure (figure 23). Les 
Falconiformes forment un clade avec les Galliformes, les Passeriformes et cette 
fois-ci, avec les vautours du Nouveau Monde. Les Accipitriformes sont regroupés 


































Figure 22. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-Z des perroquets 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les perroquets de l’Ancien 
Monde sont représentés en rouge et les perroquets du Nouveau Monde en jaune. Les 





« New Hamphire tree format » se retrouvent en annexe 4. Quelques individus ne 
sont pas bien placés au sein de cet arbre (voir figure 24, figure 26 et figure 27). 
Chacun des ordres sera vu de plus près grâce aux figures suivantes (figure 24, 25, 






L’arbre phylogénique de l’ordre des Accipitriformes, construit à l’aide du 
fragment (exons partiels 23 et 24 et intron 23-24) du gène CHD-W, est représenté 
par la figure 24. Deux familles sont visibles au sein de l’arbre, soient les 
Cathartidés représentés en vert et les Accipitridés en jaune. Les cercles bleus 
illustrent le regroupement de certains genres. Les buses (Buteo lagopus, 










Figure 23. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-W de divers oiseaux séquencés 
en fonction de leur proximité génétique. Les Accipitriformes sont représentés en bleu ; les 
Strigiformes en vert ; les Falconiformes en mauve ; les Psittaciformes en jaune ; les Galliformes en 





regroupement distinct. Les genres Parabuteo (P.unicinctus) et Haliaeetus 
(H.leucocephalus) sont très rapprochés homologiquement des Buteo. Les Accipiter 
(A.striatus et A.cooperii) sont rassemblés avec le genre Circus. En ce qui concerne 
la famille de Carthartidés, représentée ici par Cathartes aura, elle n’est pas 
regroupée avec les autres Accipitriformes. C.aura et Primolius maracana, un 
perroquet (représenté en rouge), sont regroupés, et ce, avec une proximité 
génétique du CHD-W du poulet (Gallus gallus) (voir figure 19).  
 
 







L’arbre phylogénique des Strigiformes construit à partir du fragment amplifié du 
gène CHD-W séquencé est illustré à la figure 25. Les deux familles de l’ordre 
c’est-à-dire les Strigidés encerclés en vert et les Tytonidés en jaune se retrouvent 

















Figure 24. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-W des 
Accipitriformes séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les espèces de 
la famille des Accipitridés sont représentées en jaune et l’individu de la famille des 
Cathartidés en vert. Les espèces ayant le même genre sont encerclées en bleu. De plus, 
un oiseau de l’ordre des Psittaciformes (P.macarana) se retrouve mélangé avec les 





faire la distinction de deux genres, encerclés en bleu, les Asio (A.otus et 











Une seule famille de Falconiformes, le genre Falco, se retrouve dans ce travail et 
elle est représentée en vert à la figure 26. Pyrrhura frontalis, un perroquet, 













Figure 25. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-W des Strigiformes 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les espèces qui font partie de la 
famille des Strigidés sont représentées en vert et l’individu de la famille des Tytonidés 










L’arbre phylogénique des psittaciformes représentant les homologies du 
gène CHD-W (environ 350 pb) est imagé à la figure 27. Les perroquets du 
Nouveau Monde sont en jaune et ceux de l’Ancien Monde sont en rouge. Diverses 
familles sont entourées par des cercles bleus. Les Amazona (A.ochrocephala et 
A.aestiva) ainsi que les Poicephalus (P.meyeri et P.senegalus) sont regroupés dans 
cette figure. Par contre, pour les Pyrrhura (P.frontalis et P.molinae) qui font partie 
des perroquets du Nouveau Monde, leur regroupement n’est pas bien illustré dans 
cet arbre. Ils se retrouvent complètement séparés. P.frontalis, tel qu’illustré à la 
figure 23, se retrouve plus près des Falconiformes. De la même manière, 
P.maracana, qui devrait se situer avec les perroquets du Nouveau Monde, se 
trouve à proximité de l’urubu à tête rouge (C.aura) tel qu’illustré à la figure 23 
également. Enfin, Pandion haliaetus, en vert, est un oiseau de proie de l’ordre des 
Accipitriformes qui se retrouve tout près de Pionites melanocephalus, un 









Figure 26. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-W des 
Falconiformes séquencés en fonction de leur proximité génétique. Ils font tous partie 
de la famille des Falconidés représentés en vert. De plus, un oiseau de l’ordre des 
Psittaciformes (P.frontalis) se retrouve mélangé avec les Falconiformes et il est 





	    
 






















Figure 27. Arbre phylogénique représentant les gènes CHD-W des perroquets 
séquencés en fonction de leur proximité génétique. Les perroquets de l’Ancien 
Monde sont représentés en rouge et les perroquets du Nouveau Monde en jaune. Deux 
perroquets du Nouveau Monde ne sont pas liés avec les autres (P.macarana et 
P.frontalis). De plus, un oiseau de proie (P.haliaetus) de l’ordre des Accipitriformes se 
retrouve mélangé avec les Psittaciformes et il est représenté en vert. Les espèces du 





Chapitre 4- Discussion 
1. Sexage par séquençage 
1.1 Les séquences 
Le sexage par séquençage permet de résoudre certains problèmes rencontrés avec 
les méthodes de sexage actuelles qui utilisent ou qui n’utilisent pas l’ADN. Tout 
comme les autres techniques qui utilisent l’ADN, cette méthode nécessite peu de 
manipulations de l’animal, diminuant ainsi les risques de blessures et de stress 
associés. Cette méthode ne requiert pas la maturité sexuelle des oiseaux. Elle 
demande une faible quantité d’échantillons, seulement quelques millilitres de sang 
(environ 0,2 à 0,5ml), quelques milligrammes de muscles (environ 25mg), de fèces 
(environ 180 à 220mg), ou encore quelques plumes (environ 5 à 6). De plus, c’est 
une méthode qui est plutôt rapide et efficace lorsque l’équipement adéquat est 
disponible.  
La méthode de sexage par séquençage permet une standardisation et ainsi, une 
commercialisation de la technique, contrairement aux méthodes de sexage 
génomiques (RAPD, AFLP et SSR). C’est une méthode qui utilise des amorces qui 
se retrouvent à l’intérieur d’exons du gène CHD. Ces amorces se retrouvent à la 
fois sur le chromosome Z et le W.  Elles sont très bien conservées entre les espèces 
et entre le Z et le W d’une même espèce. De ce fait, elles permettent 
l’amplification des fragments du gène CHD chez une grande proportion d’oiseaux, 
notamment ceux qui sont d’intérêt vétérinaire au Québec, notamment les 
perroquets et les oiseaux de proie de la faune ou ceux utilisés pour la fauconnerie. 
De plus, c’est une méthode qui ne nécessite pas de connaître la composition 




utilisent des enzymes de restrictions ou encore celles qui utilisent un allèle 
spécifique (CHD-W). 
Le sexage par séquençage posède un contrôle positif interne, car que ce soit pour 
le mâle ou pour la femelle, il devrait toujours y avoir de l’ADN amplifié vu que les 
deux genres détiennent un CHD-Z. Donc, si rien n’a été amplifié après la PCR 
c’est que la PCR n’a pas fonctionné correctement et que la réaction doit être 
recommencée. De plus, le séquençage pourrait entraîner moins d’erreurs au point 
de vue de l’interprétation des résultats. Les méthodes qui utilisent la comparaison 
de fragments sur gel directement peuvent, comme mentionnées précédemment, 
entraîner des erreurs (par exemple : deux bandes chez un mâle avec un patron 
polymorphique, une seule bande chez une femelle avec des CHD de mêmes 
longueurs ou encore l’amplification préférentielle du CHD-W ou du CHD-Z chez 
la femelle). La méthode de sexage par séquençage, pour sa part, permet une 
visualisation directe des séquences donc une meilleure interprétation de ce qui se 
passe à ce niveau. Il est ainsi possible, contrairement aux méthodes 
d’interprétation sur gel d’acrylamide, de voir si les séquences que l’on voit 
représentent un patron polymorphique de mâle (deux CHD-Z différents) ou si 
seulement le fragment CHD-W a été amplifié chez une femelle. 
Tout comme les autres méthodes de sexage par ADN, le sexage par séquençage 
utilise les mêmes amorces, c’est-à-dire P2 et P8 déjà décrites par Griffiths et coll., 
en 1998, car elles permettent l’amplification du gène CHD qui se retrouve à la fois 
sur le Z et sur le W, de façon adéquate la plupart du temps. Par contre, le 
séquençage a permis de voir quelques problèmes en ce qui concerne ces amorces. 
Lors des séquençages effectués au cours de ce travail, il a été possible de constater 
que les amorces n’agissaient pas de façon constante pour toutes les espèces 
d’oiseaux. Pour le Conure de vieillot (Pyrrhura frontalis), chez la femelle, seule la 
séquence CHD-Z a été amplifiée en quantité suffisante pour permettre d’être 
séquencée et visualisée adéquatement. Le fragment du gène CHD retrouvé sur le 




ceux de la séquence CHD-Z. Ceci peut-être lié à l’amorce qui priorise le CHD au 
niveau du Z et moins sur le W. Il est à noter que l’amplification du gène a été 
effectuée via de l’ADN provenant d’une extraction faite à partir de fèces. Le 
Conure de vieillot est le seul oiseau qui a été sexé à partir de l’ADN prélevé au 
niveau des fèces durant ce projet. Lors du sous-clonage des séquences amplifiées 
par PCR, il a été possible d’en ressortir la séquence CHD-W. De ce fait, le 
séquençage, qui au premier coup d’œil, semblait être celui d’un mâle, s’est avéré 
être celui d’une femelle. De la même manière, pour la femelle Buse à queue rousse 
(Buteo jamaicensis), seulement la séquence CHD-W était visible au séquençage. 
L’ADN génomique provenait d’échantillon de muscles. Cette fois-ci, il a tout de 
même été possible de sexer correctement l’oiseau en faisant un « BLAST » pour la 
comparaison avec les séquences disponibles dans les banques de données 
« GenBank », puisque l’homologie était plus près des séquences W et que seule la 
femelle détient cette séquence. Le même genre de problème est également arrivé 
au sein d’une même espèce ; les CHD-Z et -W du Pygargue à tête blanche ont été 
amplifiés de façon égale lors d’un premier sexage par séquençage de la femelle. 
Par contre, lors d’un deuxième sexage sur un autre individu, seule la séquence 
CHD-W a pu être ressortie. Il est à noter que les deux échantillons étaient des 
spécimens sanguins. L’oiseau a tout de même pu être sexé adéquatement puisque 
le W se retrouve seulement chez la femelle. Par contre, pour les autres méthodes 
qui utilisent les mêmes amorces sans effectuer le séquençage, ce genre de 
problème (une seule séquence) aurait pu engendrer une mauvaise interprétation de 
résultats et donc, un mauvais sexage puisqu’un seul fragment du gène CHD a été 
amplifié préférentiellement. Il est à noter que 36 femelles sur les 38 séquencées 
(environ 95 %) ont présenté un bon chevauchement des séquences CHD-W et 
CHD-Z pour procédé au sexage. 
Lors de l’extraction d’ADN via les plumes la présence de pigments a compliqué la 
technique. Les pigments qui donnent la coloration aux plumes aviaires sont très 
petits et passent à travers la mini-colonne à élution en même temps que l’ADN 




Ainsi, il faut centrifuger le mini tube (1,5ml) contenant les pigments et l’ADN afin 
que les pigments plus lourds se retrouvent au fond du tube. Par la suite, il suffit de 
pipetter le surnageant, contenant l’ADN, afin de s’en servir pour effectuer les PCR 
(CHD et COX-1). 
Le sexage a pu être fait grâce à cette méthode pour 30 espèces de perroquets, 34 
espèces d’oiseaux de proie, la poule (Gallus gallus) et la corneille (Corvus 
brachyrhyncos). Par contre, pour certaines femelles, la séquence W n’a pas pu être 
isolée. Lors de la visualisation de la séquence primaire (c.-à-d. les allèles non 
séparés), les deux allèles, CHD-Z et CHD-W, étaient visibles. Ceci permettait de 
dire qu’il s’agissait de femelles. Parmi toutes les espèces sexées par séquençage au 
cours de cette étude, trois espèces ont été correctement séquencées sans l’obtention 
du fragment du gène CHD retrouvé sur leur W et ce pour des raisons inconnues. 
Chez le Faucon émerillon (Falco columbarius), le kakariki (Cyanoramphus 
novaezelandiae) et le conure de Jandaya (Aratinga jandaya), une double séquence 
a été mise en évidence, mais, il n’a pas été possible d’isoler la séquence qui se 
trouvait sur le W et ce même après de nombreux sous-clonages (environ 15 
chacun). 
Certains oiseaux mâles qui présentaient des séquences superposées lors du 
séquençage complexifiaient le sexage. Parmi ces espèces, on retrouve la crécerelle 
d’Amérique (Falco sparverius), le Faucon émerillon (Falco columbarius), le 
Faucon gerfaut (Falco rusticolus), le Faucon sacré (Falco cherrug), l’Épervier 
brun (Accipiter striatus) et la Perruche moine (Myopsitta monachus). Chez ces 
oiseaux, on retrouve un microsatellite de poly-T (thymine) dans leurs séquences 
CHD du chromosome Z. Les faucons (Falconiformes) séquencés détiennent tous 
un microsatellite poly-T en début de séquence. Ils sont donc plus susceptibles aux 
superpositions de leur séquence CHD-Z. Il y a deux explications possibles pour le 
chevauchement des séquences CHD-Z. La première est biologique ; il s’agirait 
d’allèles de CHD-Z différents avec un nombre de T différent dans le site poly-T. 




à l’enzyme utilisée pour l’amplification par PCR (la polymérase). Elle ne peut 
effectuer son travail de polymérisation comme il se doit, ce qui entraîne des 
superpositions de séquences. L’enzyme « glisse » sur la séquence de bases azotées 
répétitives ce qui entraîne un ajout ou une perte de cette base et ainsi, un décalage 
de la séquence. Pour être en mesure de différencier s’il s’agit d’une femelle ou de 
deux séquences mâles qui se chevauchent, il faut regarder ce qui se passe avant la 
suite de thymine. Si la séquence est simple avant, c’est un indice qu’il s’agit bien 
d’un mâle (figure 28-A). Comme la série de T se situe généralement au début de la 
séquence amplifiée, le séquençage en sens inverse nous permet une meilleure 
appréciation de la séquence simple avant la série de A (adénine) (figure 28-B). Au 
cours de ce projet, des sous-clonages à l’intérieur de plasmides ont été effectués 
afin d’obtenir les séquences mâles séparément. Ceci a permis de confirmer qu’il 
s’agit, en effet, de la même séquence à l’exception d’un ou de plusieurs insertions 
de bases azotées au niveau d’une suite de plusieurs bases identiques. À la figure 
28-C et -D, il est possible de voir une addition de 2 thymines « T » dans une des 







Figure 28.	   Résultats obtenus suite au séquençage du fragment du gène CHD 
amplifié par les amorces P2 et P8, pour Falco columbarius. A. Male à séquence 
double sens. B. Mâle à séquence double anti-sens. C. et D. Séquences séparées suite à 





Au cours de ce travail, il a été possible de sexer plus de mâles que de femelles, ce 
qui fait en sorte que plus de fragments de gène CHD-Z ont pu être déposés dans 
les banques de données « GenBank » comparativement aux fragments de gène 
CHD-W. Pour les espèces qui avaient seulement des mâles disponibles à l’étude, il 
n’a pas été possible de comparer les patrons de séquences entre le mâle et la 
femelle.  
Deux amorces, 2550F et 2718R, ont également été créées lors de ce travail afin de 
tenter d’avoir des séquences de CHD plus longues (Fridolfsson et Ellegren, 1999). 
Ces amorces ont été efficaces seulement dans environ 52 % des cas de ce projet 
(13/22 oiseaux de proie et 1/5 perroquets). Plusieurs tentatives ont été effectuées 
afin d’obtenir une séquence pour les oiseaux chez qui l’amplification n’a pas 
fonctionné et, même après ces nombreuses tentatives, certaines ne fonctionnaient 
toujours pas (chez 14 espèces). De ce fait, les amorces 2550F et 2718R n’ont pas 
été utilisées de routine et ce sont les amorces P2 et P8 qui ont été utilisées de façon 
standard pour le sexage par séquençage dans cette étude.  
1.2  Longueur CHD-Z et -W des fragments séquencés (pb) 
Les fragments du gène CHD amplifiés, bien qu’ils aient les mêmes amorces pour 
leur amplification, n’ont pas la même longueur puisqu’il y a des différences au 
niveau de leur intron amplifié (intron 23-24). Par contre, la longueur de leur 
fragment se ressemble au sein des espèces d’un même ordre (Figure 6). Ce sont les 
Falconiformes qui détiennent la plus grande variabilité quant à la longueur de 
fragment du gène CHD retrouvé sur le chromosome Z comme en témoigne un plus 
grand écart-type (13). Par contre, le nombre de représentants de cet ordre était 
petit. À l’inverse, les Psittaciformes, l’ordre pour qui le plus grand nombre 
d’espèces furent incluses dans cette étude, ont le plus petit écart-type (2). Ces 
derniers ont donc moins de variabilité de longueur des fragments de gène CHD-Z 




sur le chromosome W, ce sont les Accipitriformes qui, cette fois-ci, détiennent le 
plus grand écart-type et donc une plus grande variabilité de longueur. Les 
Falconiformes, quant à eux, détiennent le plus petit nombre d’espèces utilisées lors 
de cette étude et ont le plus petit écart-type. Il est à noter que c’est complètement 
l’inverse pour la longueur des fragments CHD-Z où les Falconiformes ont le plus 
grand écart-type. 
Les espèces aviaires ne peuvent pas être identifiées en se basant seulement sur la 
longueur de leur fragment CHD puisque plusieurs espèces ont la même longueur 
de fragment. Il serait par contre possible d’avoir une idée de l’ordre auquel un 
oiseau appartient. En effet, la longueur de fragment est relativement constante au 
sein d’un ordre et différente des autres ordres. Par contre, certains oiseaux ne 
détiennent pas une longueur de fragment de gène CHD qui est près de la moyenne 
de leur ordre. Ainsi, l’utilisation de la longueur de fragment de gène CHD peut 
mener à une identification imprécise ou inexacte de l’espèce. Il aurait été 
intéressant d’avoir un plus grand nombre d’oiseaux pour chacun des ordres afin 
d’avoir une meilleure exactitude de chaque moyenne. De plus, un plus grand 
échantillon aurait permis de mieux cibler les genres ou les espèces d’oiseaux qui 
ont des longueurs de fragment du gène CHD qui divergent de la moyenne au sein 
de leur ordre.  
La longueur moyenne des fragments CHD-W est plus grande que les CHD-Z pour 
tous les ordres étudiés ici. Il est à noter que le sexage sur gel se fie à ces longueurs 
de fragment afin de déterminer le sexe des oiseaux. Pour les Strigiformes, l’écart 
entre les deux moyennes (CHD-Z et CHD-W) est de 10 pb. Elle est de 23 pb pour 
les Falconiformes, de 6 pb pour les Accipitriformes et de 30 pb pour les 
Psittaciformes. De plus, la différence de longueur entre le Z et le W de la poule 
(Gallus gallus) est de 17 pb et de 38 pb pour la corneille (Corvus 
brachyrhynchos). De ce fait, ce sont les Accipitriformes qui détiennent la plus 
faible différence de longueur entre les fragments CHD-Z et CHD-W. En observant 




oiseau avec CHD-Z et CHD-W de la même longueur : Buteo lineatus. Cette espèce 
détient 344 pb sur ses fragments du gène CHD pour les deux chromosomes 
sexuels. De plus, 4 espèces étudiées ici ont un W plus court que le Z. Dix d’entre 
eux ont seulement 3 pb et moins qui différencient le Z et le W l’un de l’autre. 
Ainsi, on peut conclure que le sexage par séquençage serait plus utile et standard 
que celle qui utilise seulement la longueur de fragment pour le sexage aviaire. En 
effet, dans quelques cas, la différence de longueur de fragment entre le Z et le W 
est très petite. Toutefois, puisque la différence de longueur de fragments entre le Z 
et le W est plus grande au sein des Psittaciformes, il est possible que la méthode de 
sexage par longueur de fragment puisse convenir à cet ordre. De plus, les tests 
statistiques de cette étude démontrent qu’il y a une différence significative de la 
longueur moyenne des fragments entre les CHD-Z et CHD-W chez tous les ordres. 
Malgré tout, certains cas de sexage erroné sont survenus chez les perroquets en 
utilisant cette méthode (G. Fitzgerald, J. Bermingham (HARI), É. Maccolini et D. 
Vachon (CO-ESP) communication personnelle, mai 2013). 
1.3  Homologie CHD-Z et -W des fragments séquencés (%) 
Les séquences des fragments CHD-Z se ressemblent entre elles. Pour chacun des 
ordres, la moyenne d’homologie entre les espèces se situe entre 92,41 % et 
96,44 %. Ce sont les Accipitriformes qui détiennent la moins grande homologie 
entre leurs CHD-Z. En ce qui concerne les séquences des fragments CHD-W, leur 
homologie se situe, pour chacun des ordres étudiés, entre 89,14 % et 97,74 %. 
Cette fois-ci, ce sont les Psittaciformes qui possèdent la plus grande différence 
entre leurs séquences CHD-W. Les séquences CHD-Z et CHD-W comparées pour 
chacune des espèces présentent beaucoup plus de différence. Pour chacun des 
ordres, l’homologie moyenne entre le CHD-Z et le CHD-W se situe entre 55,6 % 
et 69 %, ce qui est considérablement moins d’homologie que lorsqu’on compare 




Certaines études ont utilisé les différences de séquences entre le CHD-Z et le 
CHD-W pour élaborer des méthodes de sexage (allèles spécifiques et enzymes de 
restriction). Bien que les différences entre les CHD-W des différentes espèces ne 
soient pas énormes en moyenne (94 % de ressemblance), les séquences présentent 
suffisamment de différences pour que les méthodes qui utilisent des allèles 
spécifiques de W ne puissent pas être standards chez tous les oiseaux, 
contrairement à la méthode de sexage par séquençage. Tel que mentionné 
précédemment, les tests statistiques effectués au cours de cette étude démontrent 
que pour la moyenne d’homologie des fragments CHD-W, il y a une différence 
significative seulement entre les Psittaciformes et les Falconiformes ainsi qu’entre 
les Strigiformes et les Psittaciformes.   
En ce qui concerne les enzymes de restrictions, HAEIII et DDE1, cette étude a 
permis d’observer si toutes les séquences détenaient ou non ces enzymes qui sont 
souvent utilisées par les laboratoires commerciaux pour le sexage aviaire. La 
séquence coupée par l’enzyme HAEIII ne se retrouve généralement pas sur le 
fragment CHD-W aviaire. Trois exceptions ont pu être mises en évidence dans 
cette étude. L’Accipitriforme, Cathartes aura, et deux des perroquets (Poicephalus 
senegalus et Primolius maracana) détiennent la séquence reconnue par HAEIII. À 
l’inverse, la séquence coupée par l’enzyme HAEIII est généralement présente sur 
le CHD-Z sauf pour trois espèces étudiées ici, deux faucons (Falco sparverius et 
Falco rusticulos) et un Strigiforme (Strix varia). De plus, la séquence reconnue par 
cette enzyme se retrouve deux fois sur le Z d’un perroquet (Aratinga 
acuticaudata).  
En ce qui concerne DDE1, la séquence qu’elle reconnaît peut se retrouver au 
niveau du Z ainsi qu’au niveau du W chez la majorité des espèces. Cet enzyme est 
plutôt utilisé lorsque le gène CHD est amplifié avec les amorces P1 et P2 afin de 
couper le fragment CHD-W (Miyaki et coll., 1998). Ici, elle pourrait plutôt servir 
de contrôle positif pour la réaction enzymatique. Par contre, pour certaines 




Amazona aestiva, Pionites melanocephalus, Poicephalus meyeri, Aratinga 
acuticaudata, Aratinga jandaya, Myiopsitta monachus, Amazona ochrocephala, 
Ara macao, Ara chloropterus, Poicephalus senegalus, Amazona amazonica, 
Trichoglossus haematodus, Polytelis anthopeplus, Pionus menstruus et Pionus 
maximilianila), la séquence reconnue par l’enzyme n’est pas présente sur le CHD-
Z. De plus, on la retrouve deux fois sur le fragment CHD-Z de trois espèces 
d’oiseaux de proie (Accipiter gentilis, Aegolius acadicus et Asio otus) ainsi que 
chez l’Ara macao. La séquence reconnue par l’enzyme DDE1 se retrouve dans 
tous les fragments CHD-W amplifiés durant ce projet, mais elle se retrouve deux 
fois à l’intérieur de la séquence CHD-W de la corneille (Corvus brachyrhynchos). 
La variation entre les espèces des sites de restriction laisse croire que la méthode 
de sexage RFLP qui utilise des enzymes de restriction comporte certains 
problèmes et doit être calibrée pour chaque espèce. On peut donc conclure que la 
méthode de sexage par séquençage s’avère être une bonne solution à ces 
problèmes puisqu’elle n’utilise pas d’enzyme de restriction. 





L’identification des oiseaux demeure malheureusement quelque chose d’assez 
subjectif, malgré les connaissances récentes dans ce domaine, surtout en ce qui 
concerne l’identification des perroquets. Certaines espèces de perroquets sont 
difficiles à distinguer phénotypiquement, les unes des autres. Ainsi, des erreurs au 
niveau de l’identification morphologique peuvent avoir lieu. Il est à noter que, les 
données qui ont été déposées sur « GenBank » au cours de ce projet de même que 
celles qui étaient déjà présentes sont rapportées en se basant sur la connaissance 
qu’a l’auteur à propos de l’espèce. Donc, une personne qui identifie un oiseau 
comme étant une espèce, dépose la séquence COX- 1 sous le nom de cette espèce. 
Chez les perroquets, il y a de nombreuses espèces qui se ressemblent et qui 
pourraient être confondues. Ceci est particulièrement vrai pour les Amazones qui 
ont parfois seulement une petite tache d’une couleur différente pour les distinguer. 
De plus, certaines espèces de perroquets ont la capacité de se reproduire entre 
elles, ce qui engendre des oiseaux hybrides. L’identification de ces oiseaux est 
encore plus complexe. Actuellement, tout un débat existe quant à la définition 
exacte d’une espèce. Ainsi, le fait que deux espèces soient capables de se 
reproduire entre elles amène un débat quant au fait qu’elles devraient peut-être être 
considérées comme une seule et unique espèce. C’est le cas, notamment, pour les 
perroquets Amazones qui pour la majorité peuvent faire de la reproduction inter-
espèce d’Amazones. 
Tel que mentionné précédemment, le gène mitochondrial COX-1 est un gène 
monoploïde. COX-1 comporte très peu de différence entre les individus d’une 
même espèce, alors qu’il est suffisamment différent entre les espèces pour 
permettre leur identification (Hebert et coll., 2004 ; Hebert et coll., 2003a et 
2003b). Lors de cette étude, il a été possible de constater qu’effectivement toutes 
les espèces détiennent des divergences suffisantes au niveau de leur gène COX-1 
pour permettre précisément leur identification. Ce sont les Psittaciformes qui, au 




Globalement, le moyenne de ressemblance entre les séquences COX-1 amplifiées 
des diverses espèces est d’environ 88 %, tandis que celle entre les séquences 
CHD-Z et CHD-W amplifiées sont respectivement d’environ 94 % et 95 %. Le fait 
que l’homologie moyenne des séquences COX-1 soit plus petite, comparativement 
au fragment CHD, permettraient une meilleure identification des espèces. De 
nombreuses séquences de COX-1 aviaires n’étaient pas disponibles dans les 
banques de données « GenBank ». Ainsi, ce projet a permis de bonifier ces 
banques avec l’ajout de 60 séquences COX-1 (694 pb et de 944 pb) provenant 
d’espèces différentes. 
Ce projet démontre que l’identification d’espèce est possible grâce au fragment de 
gène CHD-Z et CHD-W. Par contre, cette identification est moins précise, car 
certaines espèces détiennent des séquences de CHD qui sont très similaires. Par 
exemple, Buteo regalis et Buteo lagopus ont, sur leur CHD-Z, une seule base de 
différence. Toutefois, il faut rappeler l’Ara macao (figures 6, 7 et 8) qui lors de la 
comparaison de ses séquences avec les banques de données, présentait 100 % 
d’homologie avec les séquences de l’Ara macao. Pour le COX-1, l’autre séquence 
la plus près était une autre variété d’Ara (A. chloropterus) avec une homologie 
moindre de 97 %. Une différence de 3 % entre les deux espèces est suffisante pour 
une identification précise. Lorsqu’on regarde ce qui arrive lors de la comparaison 
du fragment CHD-Z avec les banques de données pour cette même espèce, on 
retrouve encore une homologie de 100 % avec l’Ara macao. Par contre, cette fois-
ci, l’homologie est de 99 % avec l’Ara chloropterus et l’Arantiga acuticaudata, ce 
qui ne s’avère pas être une différence suffisante (1 %) pour permettre de faire une 
bonne distinction entre les deux espèces. De la même manière, la comparaison du 
CHD-W avec les données disponibles dans « GenBank » démontre une homologie 
de 100 % avec l’Ara macao, mais également une homologie de 99 % avec Pionites 
melanocephalus et Pandion haliaetus (différence de seulement 1 %). 
Il est à noter que des contaminations peuvent survenir lors de la collecte 




des résultats erronés. Lors de la collecte d’échantillons, une mauvaise 
identification des échantillons ou la prise d’instruments contaminés par l’ADN 
d’une autre espèce pour le prélèvement d’échantillon peuvent entraîner de la 
contamination. Au laboratoire, des erreurs de manipulations ainsi que des 
instruments non stériles font partie des contaminations possibles. De bonnes 
pratiques d’échantillonnage, d’étiquetage et une rigueur exemplaire au laboratoire 
devraient minimiser ces problèmes potentiels. 
 





Dans cette étude, seulement 3 fragments de gènes sont utilisés dont un 
mitochondrial, entièrement codant et monoploïde (COX-1), un nucléaire et 
diploïde (CHD-Z) et un nucléaire et monoploïde (CHD-W), contenant une plus 
grande portion non codante, intron 23-24 (environ 57 à 60 %) et une moins grande 
partie codante (exons partiels 23 et 24). L’ADN utilisé dans cette étude représente 
environ 1600 pb, ce qui est peu, comparativement à l’étude de Jarvis et coll. de 
2014. En effet, tels que mentionnés antérieurement, ces auteurs ont utilisé 41,8 
millions de paires de bases ce qui représente environ 3,5 % du génome aviaire. 
Hackett et coll. en 2008 utilisent 32 kb d’ADN nucléaire alors que McCormack et 
coll. (2013) en ont utilisé 544 kb, ce qui représente beaucoup plus de paires de 
bases que l’étude ici présente. En comparaison, pour notre étude, nous avons 
utilisé 0,00013 % du génome aviaire (environ 1600 pb) pour effectuer notre 
analyse.  
Selon notre étude, le gène COX-1 permettrait une meilleure identification, 
séparation et classification des espèces que les séquences CHD. Dans les arbres 
phylogéniques construits à partir de COX-1, les ordres aviaires sont bien séparés 
ainsi que les familles et les genres à l’intérieur de chacun des ordres. De ce fait, il 
est possible de constater que le gène mitochondrial COX-1 est meilleur pour 
effectuer une spéciation d’espèce individuellement.  
L’arbre fait à partir du fragment du gène CHD du chromosome Z contient 
quelques erreurs de classement au niveau des genres, ce qui laisse croire que 
l’utilisation de ce gène est moins bonne que le COX-1 pour la spéciation 
individuelle. Toutefois, les ordres ainsi que les familles y sont bien divisés. 
Lorsque l’on regarde la phylogénie profonde, c’est cet arbre qui permet un 
meilleur classement de clades puisque les clades rassemblés sont identiques à 
l’étude de Jarvis et coll. de 2014, l’étude la plus complète à ce jour. Tout comme 




Passeriformes dans ce projet. De la même manière, les Accipitriformes contenant 
les vautours du Nouveau Monde sont regroupés en clade avec les Strigiformes. 
Puisque le gène CHD-Z est diploïde, il y a une meilleure stabilité génétique. 
Toutefois, puisqu’il est majoritairement non codant, il est moins protégé contre les 
mutations, ce qui entraîne une variabilité qui serait suffisante pour une meilleure 
représentation de la phylogénie profonde.  
En ce qui concerne l’arbre phylogénique construit avec les séquences CHD-W, 
c’est celui qui semble être le moins utile, car il comporte de nombreuses erreurs à 
la fois dans le classement des ordres, des familles et des genres, mais aussi au 
niveau de la phylogénie profonde. La monoploïdie de ce gène ainsi que sa majorité 
de séquence non codante entraînent trop de variation, ce qui fait en sorte que le 
focus au niveau des espèces est perdu. 
Les urubus (Cathartidés) sont présentement classifiés dans l’ordre des 
Accipitriformes. Par contre, ils ont été longtemps classés dans l’ordre des 
Falconiformes et avant, dans celui des Ciconiiformes. Ils ont même déjà eu leur 
propre ordre les Cathartiformes (Hackett et coll., 2008). Leur position 
taxonomique reste encore incertaine. D’après la Figure 10, l’homologie des deux 
urubus séquencés (l’urubu à tête rouge (Cathartes aura) et l’urubu noir (Coragyps 
atratus)) à partir de leur gène COX-1, suggère qu’ils semblent être effectivement 
assez proches des Accipitriformes. Par contre, leur rapprochement avec les 
Falconiformes ressort également de cette image et ils semblent en être plus près 
génétiquement. L’arbre phylogénique construit à partir de l’homologie des 
fragments des  gènes CHD- Z (figure 14) regroupe, correctement les urubus avec 
les Accipitriformes et est conforme à ce qui est présenté dan l’étude de Jarvis et 
coll. (2014).  
Au cours de notre étude, 66 espèces aviaires (N=104) ont servi pour le séquençage 
des trois fragments des gènes utilisés représentant 6 ordres. Plusieurs espèces 
étaient incluses dans un même ordre, mis à part les Passeriformes et les 




espèces ont parfois servi à représenter une même famille. Les études précédentes 
ont surtout utilisé une seule espèce par famille (McCormack et coll., 2013 ; 
Hackett et coll., 2008), ou encore une à trois espèces par ordre (Jarvis et coll., 
2014), ce qui fait un survol large (mais pas profond) des ordres aviaires. Notre 
étude permet donc de faire un survol moins large, mais plus en profondeur afin de 
visualiser plus spécifiquement la relation entre plusieurs espèces d’une même 
famille ou d’un même ordre, pour les oiseaux vus en clinique vétérinaire au 
Québec. 





En conclusion, cette étude démontre que la méthode de sexage des oiseaux par 
séquençage pourrait être plus efficace que les autres méthodes de sexage 
actuellement utilisées par les laboratoires commerciaux pour faire le sexage. 
Toutefois, quelques problèmes méritent encore notre attention. Le sexage par 
séquençage a pu être fait de façon adéquate chez 66 espèces aviaires qui sont vues 
en cliniques vétérinaires au Québec. 
L’identification de l’espèce par ADN, bien qu’elle puisse être effectuée à partir 
des gènes de l’ADN nucléaire, est faite plus efficacement avec les COX-1 
provenant de l’ADN mitochondrial. L’écart qui sépare deux espèces est plus grand 
lors de la comparaison de séquence COX-1 de deux espèces proches, ce qui 
permet une identification plus précise. Par contre, l’identification de l’espèce par 
« BLAST » avec les séquences CHD du sexage est un atout dans la méthode de 
sexage par séquençage.  
L’arbre phylogénique qui utilise le CHD-Z au cours de ce projet a permis de 
conclure, tout comme l’étude de Jarvis et coll. (2014) que les Falconiformes 
avaient une relation sœur avec les Psittaciformes ainsi qu’avec les Passeriformes. 
De plus, les Accipitriformes et les Strigiformes ont aussi une relation sœur. Tout 
comme l’étude de Jarvis et coll. (2014), les Cathartidés font partie intégrante de 
l’ordre des Accipitriformes dans cet arbre. Par contre, en ce qui concerne le 
classement de façon plus individuel, l’arbre phylogénique qui utilise les COX-1 
semble plus adéquat.  
Les données génétiques présentées dans ce projet permettront d’accélérer les 
futures études dans plusieurs domaines notamment en ce qui a trait aux études 
phylogéniques et aux méthodes de sexage aviaires. Ce projet permettra le 




aviaires. Il serait donc pertinent de continuer ce projet à plus grande échelle avec 
d’autres ordres d’oiseaux d’attrait vétérinaire et avec d’autres espèces au sein d’un 
même ordre. Le projet pourrait également être effectué avec un territoire de 
recherche agrandi en faisant le projet à l’extérieur du Québec. Cette étude a permis 
et les études futures permettront certainement de séquencer des fragments de gène 
CHD se retrouvant sur le chromosome sexuel W pour les espèces femelles. Le 
chromosome W est actuellement très peu séquencé. Par exemple, chez la poule 
dont le séquençage génomique a été publié en 2004, le CHD-W n’était pas 
disponible dans les banques de données avant cette étude. D’autres séquences 
pourraient éventuellement servir au sexage des oiseaux de manière plus standard. 
De plus, l’utilisation d’un fragment plus long du gène CHD permettrait peut-être 
d’établir une meilleure méthode. En conclusion, d’autres études permettront de 
raffiner la méthode de sexage par séquençage, de compléter et d’utiliser les 
banques de données « GenBank » pour permettre l’identification de plus 
d’espèces, d’utiliser les séquences CHD maintenant disponibles et d’améliorer la 
classification aviaire.  
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Annexe 1 : Séquences soumises dans GenBank  
	   	   	   	   	   CHD-­‐Z	  	   CHD-­‐W	   COX-­‐1	  
Accipitriformes	  
Accipiter	  cooperii	  	   	   	   JX460774	   JX460775	   KF525371	  
Accipiter	  gentilis	  	   	   	   KF412790	  
Accipiter	  striatus	  	   	   	   JX460773	   	   	   KR017977	  
Aquila	  chrysaetos	  	   	   	   JX460770	   JX460771	   KR017975	  
Buteo	  jamaicensis	  	   	   	   KF412787	  	   KF425685	   KR017962	  
Buteo	  lagopus	  	   	   	   KF412785	   KF425684	   KR017965	  
Buteo	  lineatus	  	   	   	   KF412794	   KF425696	   KR017961	  
Buteo	  platypterus	  	   	   	   JX460784	   JX460785	  
Buteo	  regalis	   	   	   	   KF412793	   KF425695	   KF525369	  
Buteo	  swainsoni	   	   	   KF412795	   KF425697	  	   KF525376	  
Cathartes	  aura	   	   	   JX460791	   JX460792	   KF537264	  
Circus	  cyaneus	  	   	   	   KF412784	   KF425686	   KR017963	  
Coragyps	  atratus	  	   	   	   KF525341	   	   	   KR017973	  
Haliaeetus	  leucocephalus	   	   JX460789)	   JX460790	   KF525373	  
Parabuteo	  unicinctus	  	   	   KF412786	   KF425683	   KR017964	  
Pandion	  haliaetus	  	   	   	   KF412783	   KF425682	   KR017966	  
	  
Strigiformes	  
Aegolius	  acadicus	  	   	   	   JX460787	   JX460788	   KR017972	  
Asio	  flammeus	  	   	   	   JX460782	   JX450783	   KR017968	  
Asio	  otus	   	   	   	   KF412791	   KF425693	   KR017969	  
Bubo	  bubo	   	   	   	   KR019949	   	   	   KR017967	  
Bubo	  platyoterys	   	   	   	   	   	   	   KR017971	  
Bubo	  scandiacus	  	   	   	   JX460780	   JX460781	   KR017970	  
Bubo	  virginianus	   	   	   JX460778	   JX460779	  
Megascops	  asio	   	   	   JX460786	   	   	   KR017974	  
Strix	  nebulosa	  	  	   	   	   KF412789	   	   	   KF525370	  
Surnia	  ulula	   	   	   	   JX460772	   KF425687	   KR017979	  
Strix	  varia	   	   	   	   KF412792	   	   	   KT022232	  
Tyto	  alba	   	   	   	   KF412788	   KF425688	  
	  
Falconiformes	  
Falco	  biarmicus	   	   	   KR019954	  
Falco	  cherrug	  	   	   	   JX460777	   	   	   KR017980	  
Falco	  columbarius	   	   	   KF412774	   	   	   KF537263	  
Falco	  peregrinus	   	   	   	   	   JX460776	   KR017981	  
Falco	  rusticolus	   	   	   KF412776	   KF425689	   KF525372	  








	   	   	   	   	   CHD-­‐Z	  	   CHD-­‐W	   COX-­‐1	  
Psittaciformes	  
Agapornis	  fischeri	   	   	   KR019963	   	   	   KR017996	  
Agapornis	  roseicollis	  	   	   KF412781	   KR108201	  
Amazona	  aestiva	   	   	   JX460794	   KF425690	   KR017984	  
Amizona	  amizonica	   	   	   KR019950	   	   	   KR017994	  
Amazona	  ochrocephala	   	   KF412777	   KR108203	   KR017991	  
Amazona	  viridigenalis	   	   KR019952	   	   	   KR017993	  
Ara	  chloropterus	   	   	   KF412779	   	   	   KR017982	  
Ara	  macao	   	   	   	   KF412778	   KF425691	   KR017985	  
Aratinga	  jandaya	   	   	   JX460800	   	   	   KF525368	  
Aratinga	  acuticaudata	   	   JX460799	  
Cacatua	  goffiniana	   	   	   KT022229	  
Cacatua	  moluccensis	  	   	   KR019958	   	   	   KT022233	  
Cyanoramphus	  novaezelandiae	   KR019959	   	   	   KR017998	  
Myiopsitta	  monachus	   	   JX460801	   JX460802	  
Pionites	  melanocephalus	   	   JX460795	   JX460796	   KF525374	  
Pionopsitta	  caica	   	   	   	   	   	   	   KR017989	  
Pionus	  menstruus	   	   	   KR019961	   	   	   KR017999	  
Pionus	  maximiliani	   	   	   KR019962	  
Poicephalus	  meyeri	   	   	   JX460797	   JX460798	   KR017988	  
Poicephalus	  senegalus	   	   KF412780	   KF425692	   KR017987	  
Polytelis	  anthopeplus	   	   KR019960	   KR108204	  
Psittacara	  acuticaudatus	   	   	   	   	   	   KT022235	  
Psittacara	  leucophthalmus	   	   KT022230	   	   	   KT022234	  
Psittacus	  erithacus	   	   	   JX460793	   KF425694	   KR017995	  
Polytelis	  anthopeplus	   	   	   	   KR108204	  
Primolius	  maracana	  	  	   	   KR019957	   KR108205	   KR018000	   	  
Pyrrhura	  frontalis	   	   	   KR019956	   KT022228	   KR017986	   	   	  
Pyrrhura	  molinae	   	   	   KRO19953	   KR108199	   KR017992	  
Tanygnathus	  megalorynchos	   KF412782	   	   	   KR017990	  
Trichoglossus	  haematodus	   	   KR019951	   	   	   KR017983	  
	  
Passeriformes	  
Corvus	  brachyrhynchos	   	   KR019955	   KR108200	   KR017976	  
 
Galliformes	  
















Annexe 3 : Alignements de séquences multiples ; CHD-Z 
	  














Annexe 5 : Données statistiques des longueurs moyennes des 
fragments CHD-Z, CHD-W et CHD-Z/W 
 
 
                                  
    Libellé        Estimation   Erreur type   DDL    Valeur du test t    Pr > |t| 
 
    fw v. aw          35.9744      8.8056    8.76                4.09      0.0029 
    pw v. aw          14.3910      2.2250    47.1                6.47      <.0001 
    sw v. aw         -11.1209      2.4906    41.3               -4.47      <.0001 
    pw v. fw         -21.5833      8.6941    8.33               -2.48      0.0369 
    sw v. fw         -47.0952      8.7658     8.6               -5.37      0.0005 
    sw v. pw         -25.5119      2.0620    33.7              -12.37      <.0001 
    fz v. az          13.3143      5.8943    9.55                2.26      0.0486 
    pz v. az         -10.3615      1.9191      38               -5.40      <.0001 
    sz v. az         -16.0364      2.1777      42               -7.36      <.0001 
    pz v. fz         -23.6758      5.6960    8.35               -4.16      0.0029 
    sz v. fz         -29.3506      5.7882    8.89               -5.07      0.0007 
    sz v. pz          -5.6748      1.5632    29.1               -3.63      0.0011 
    w v. z acci        5.2923      2.5380      26                2.09      0.0470 
    w v. z falc       27.9524     10.2878       8                2.72      0.0264 
    w v. z psit       30.0449      1.4805      36               20.29      <.0001 







z= fragments CHD-Z 
w= fragments CHD-W 
 
 





Annexe 6 : Données statistiques des moyennes d’homologie 
des fragments CHD-Z, CHD-W et CHD-Z/W 
	  
                                 
   Libellé         Estimation  Erreur type   DDL    Valeur du test t    Pr > |t| 
 
  fw v. aw            2.8692      3.0239    22.7                0.95      0.3527 
   pw v. aw           -4.9883      2.6631    78.6               -1.87      0.0648 
   sw v. aw            2.9475      2.3245    54.6                1.27      0.2102 
   pw v. fw           -7.8575      2.8523    19.2               -2.75      0.0125 
   sw v. fw           0.07833      2.5390    12.5                0.03      0.9759 
   sw v. pw            7.9358      2.0964      67                3.79      0.0003 
 
   fz v. az            3.8187      2.5093    27.3                1.52      0.1395 
   pz v. az            3.2096      2.1550    66.2                1.49      0.1411 
   sz v. az            3.8757      2.0129    51.8                1.93      0.0597 
   pz v. fz           -0.6091      2.1119    16.4               -0.29      0.7766 
   sz v. fz           0.05700      1.9667    12.5                0.03      0.9773 
   sz v. pz            0.6661      1.4885    65.6                0.45      0.6560 
 
   z  v. w acci       -1.3135      2.7001      37               -0.49      0.6295 
   z  v. w falc       -0.3640      2.8548       8               -0.13      0.9017 
   z  v. w psit        6.8844      2.1085      47                3.27      0.0020 








z= fragments CHD-Z 
w= fragments CHD-W 
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